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1.1 Zytosolische Phospholipase A2 (cPLA2)
1.1.1 Die Familie der Phospholipasen A2
Enzyme  der  Familie  der  Phospholipasen  A2  (PLA2)  katalysieren  die  Hydrolyse  von 
Phospholipiden an der sn-2-Position und bewirken damit die Freisetzung von Fettsäuren 
und  Lysophospholipiden.  Insbesondere  freigesetzte  Arachidonsäure  (AA)  sowie 
Lysophosphatidat bzw. Lysophosphatidylcholine sind dabei auf Grund ihrer biologischen 
Aktivität und ihrer potentiellen Umwandlung in aktive Metabolite von Bedeutung. Darüber 
hinaus  ist  die  Spaltung  von  Phospholipiden  im  Zusammenhang  mit  der 
Membranorganisation und dem Umbau von Membranstrukturen erforderlich [1-3].
Zur Zeit sind 15 Gruppen (I – XV) der PLA2 bekannt, die wiederum 5 Familien zugeordnet 
werden (Tab. 1.1). Während die Nummerierung der Gruppen historisch bedingt ist und die 
Reihenfolge  der  Entdeckung  der  Enzyme  wiederspiegelt,  beruht  die  Einteilung  der 
Phospholipasen in die Familien auf deren Sequenz, Molekulargewicht, Disulfid-Brücken-
Muster  und  Ca
2+-Abhängigkeit.  Somit  wird  zwischen  sekretorischen  (sPLA2), 
zytosolischen  (cPLA2)  und  Ca
2+-unabhängigen  PLA2  (iPLA2)  sowie  PAF(Plättchen-
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Tab. 1.1 Überblick über die PLA2-Familien (nach [3-5]) Einleitung
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aktivierender Faktor)-Acetylhydrolasen (PAF-AH) und lysosomalen PLA2 unterschieden 
[3-5]. 
Sowohl  durch  unterschiedliche  Expressionsmuster  und  Regulationen  als  auch  durch 
verschiedene  Spezifitäten  der  Phospholipasen  wird  die  Erfüllung  einer  Vielzahl 
unterschiedlicher Aufgaben im Lipidmetabolismus und der zellulären Signaltransduktion 
ermöglicht.  Für  die  Bereitstellung  von  AA  und  Konvertierung  in  die  entsprechenden 
Metabolite nimmt die cPLA2α (im weiteren kurz cPLA2 genannt) eine Schlüsselrolle ein. 
Sie zeichnet sich gegenüber den PLA2 der anderen Gruppen sowie gegenüber den weiteren 
5 Unterfamilien (β bis ζ) der cPLA2 durch eine hohe Spezifität für AA an der sn-2 Position 
der Phospholipide aus [1-4].
1.1.2 Struktur der cPLA2
Die cPLA2 ist ein 85 kD großes Enzym (Abb. 1.1), welches aus 2 Domänen aufgebaut ist: 
der  N-terminalen  Ca
2+-bindenden  (C2,  Aminosäuren  1  –  138)  und  der  C-terminalen 
katalytischen  Domäne  (Aminosäuren  144  –  749),  die  über  eine  kurze  Schleife 
(Aminosäuren 139 – 143) verlinkt sind [6, 7]. Beide Domänen sind eng koordiniert, weisen 
aber in der Kristallstruktur keine Protein-Interaktionen auf, wodurch eine gewisse Rotation 










Abb. 1.1 Kristallstruktur der cPLA2 (nach [7]) Einleitung
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Die  N-terminale  C2-Domäne  zeigt  eine  große  Analogie  zu  den  C2-Domänen  der 
Proteinkinase  C  (PKC)  und  Phospholipase  C  (PLC)  und  ist  durch  eine  8-fache  β-
Sandwich-Struktur und drei Ca
2+-bindende Schleifen gekennzeichnet, durch die zwei Ca
2+-
Ionen koordiniert werden [6, 9]. In der C-terminalen Domäne hingegen findet sich das 
aktive Zentrum. Ein ca. 7 Å langer, sich verjüngender Tunnel führt zu den katalytisch 
aktiven  Aminosäuren  Ser228  und  Asp549.  Die  Bindung  der  Phospholipide  wird  durch 
hydrophobe  Aminosäuren  entlang  des  Tunnels  unterstützt  und  Wechselwirkungen 
zwischen Resten am Tunnelausgang und der ersten Doppelbindung der AA könnten die 
Spezifität der cPLA2 für AA begründen [7]. Die Hydrolyse von Glycerolestern erfolgt nach 
nukleophilem Angriff des Ser228 auf den Kohlenstoff der Carbonylgruppe der AA, wobei 
Arg549  die  Aktivierung  des  Ser228  stabilisiert  [7,  10-12].  Arg200,  welches  am 
Tunnelausgang  lokalisiert  ist,  wurde  ebenfalls  als  essentielle  Aminosäure  identifiziert, 
allerdings ist deren Funktion noch unklar. Auf Grund ihrer Position ist eine Interaktion mit 
der Phosphatgruppe der Phospholipide möglich, experimentelle Belege fehlen aber bisher 
[7,  12].  Der  Eingang  des  aktiven  Zentrums  wird  durch  eine  deckelähnliche  Struktur 
(Aminosäuren 413 – 457) verschlossen, die durch die Bindung an Membranoberflächen 
zum einen sterisch, zum anderen durch die Abstoßungen zwischen negativen Resten auf 
dem Deckel und anionischen Phospholipiden verschoben wird [7, 13, 14]. 
Die cPLA2 unterscheidet sich in ihrer Struktur somit stark von den sekretorischen PLA2, 
gleicht aber bezüglich der funktionellen Teilung des Enzyms in eine Ca
2+-sensitive und 
eine  katalytisch  aktive  Domäne  anderen  Ca
2+-gesteuerten  Enzymen  wie  z.B.  der  5-
Lipoxygenase (5-LO), der PKC oder der PLC [7, 15].
1.1.3 Regulation der cPLA2
1.1.3.1 Gen- und Proteinexpression
Mit  Ausnahme  von  reifen  T-  und  B-Lymphozyten  ist  die  cPLA2  in  allen  Zellen  und 
Geweben konstitutiv exprimiert [2, 3]. Somit kommt der posttranslationalen Regulation 
dieses Enzyms eine besondere Rolle zu. Nichtsdestotrotz ist in bestimmten Zellarten und 
pathologischen Zuständen auch die transkriptionelle und posttranskriptionelle Modulation 
der cPLA2 von Bedeutung. In verschiedenen Tumoren liegt die cPLA2 überexprimiert vor 
[16,  17]  und  durch  Stimulation  mit  Zytokinen,  Wachstumsfaktoren  oder Einleitung
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Lipopolysacchariden (LPS) kann insbesondere die verzögerte AA-Freisetzung durch eine 
verstärkte cPLA2-Expression intensiviert werden [2, 18]. Dabei konnte die Beteiligung von 
Ras sowie der Jun-N terminalen Kinase (JNK), der extrazellulär Signal-regulierten Kinase 
1/2  (ERK-1/2),  der  Mitogen-aktivierten  Proteinkinase  (MAPK)  p38  und  des 
Transkriptionsfaktors NFκB (Nuklearer Faktor κ B) nachgewiesen werden [19-21].
Das cPLA2-Gen umfasst 137 kb und wurde auf Chromosom 1q25 lokalisiert [20, 22]. Sein 
Promotor  enthält,  wie  bei  anderen  Haushaltsgenen,  keine  TATA-Boxen  und  es  fehlen 
klassische  Sp1-Bindestellen  [23,  24].  Dennoch  konnte  die  Assemblierung  des  TFIID-
Komplexes bei –30/-35 sowie die Bindung von Sp1 an die GC-reichen Bereiche –37 bis –
30 und –21 bis –18 und die Assoziation von c-Jun an Sp1 nachgewiesen werden [25, 26]. 
Bei –21 bis –18 bindet weiterhin der Lungen-Krüppel-ähnliche Faktor (LKLF) [27]. Eine 
mögliche  Aktivierung  von  c-Jun  und  LKLF  durch  JNK  und  ERK-1/2  könnte  den 
Zusammenhang zwischen der Induktion von MAPK und der Hochregulation der cPLA2
herstellen [27]. Die Funktion des terminalen Deoxynukleotid-Transferasen (TdT)-Initiator-
Elements, der  IFN-γ Bindestellen, des NFκB-Motivs und der Glucocorticoid-Response-
Elemente (GRE) hingegen bleibt noch zu klären.
Neben Transkriptionsfaktoren ist auch die Histonacetylase p300 in die Genexpression der 
cPLA2  involviert.  Nach  Interleukin(IL)-1β−Induktion  assoziiert  p300  durch  MAPK 
(p38MAPK, ERK-1/2 und JNK) sowie NFκB  vermittelt mit dem cPLA2-Promoter und 
führt über eine Öffnung der Chromatinstruktur zur Transkription [28].
1.1.3.2 Subzellulare Lokalisation 
In  der  posttranslationalen  Regulation  der  cPLA2  spielt  vor  allem  die  Ca
2+-abhängige 
Aktivierung  des  Enzyms  eine  essentielle  Rolle  (Abb.  1.2).  Im  Gegensatz  zur  sPLA2, 
welche  Ca
2+  im  aktiven  Zentrum  bindet  [29],  wird  zwar  die  katalytische  Aktivität  der 
cPLA2 nicht durch Ca
2+-Ionen beeinflusst [30], allerdings forciert Ca
2+ ab 235 – 450 nM 
die Bindung der cPLA2 an Phosphoslipidaggregate und ermöglicht somit den Zugang des 
Enzyms zum Substrat  [31]. In intakten Zellen erfolgt die Assoziation der cPLA2 an das 
Endoplasmatische Retikulum (ER) und an Kernmembranen sogar schon bei 210 – 280 nM 
Ca
2+ und zur Bindung an den Golgi-Apparat genügen Ca
2+-Konzentrationen von 100 – 125 
nM [32]. Einleitung
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In unstimulierten Zellen liegt das Enzym somit in der Regel zytosolisch vor, es wurde in 
verschiedenen  Epithelzelllinien  allerdings  auch  im  Kern  lokalisiert  [2,  33,  34].  Die 
Zielstrukturen  nach  Aktivierung  der  Zellen  werden  durch  den  Zelltyp  und  die  Art  der 
Zellstimulation  bestimmt.  So  präferiert  die  cPLA2  in  der  Regel  Golgi,  ER  oder 
Kernmembranen  [2,  32-38],  kann  in  Einzelfällen  aber  auch  an  alternative 
Membrankompartimente translozieren. In der zervikalen Epithelzelllinie HeLa bevorzugt 
die cPLA2 Subdomänen der Kernmembran [35], in Zymosan-stimulierten Makrophagen 
werden  Phagosomen  und  in  humanen  embryonalen  Nierenzellen  (HEK-293),  MDA-
MB231 Brustkrebs- und PC3 Prostatakrebszellen neben ER und Golgi auch Lipid Bodies 
angesteuert [39, 40]. Für glomeruläre Epithelzellen und neutrophile Granulozyten konnte 
neben  einer  Translokation  zum  Zellkern  auch  eine  Bindung  an  Plasmamembranen 
nachgewiesen werden [38, 41]. In neutrophilen Granulozyten erfolgt die Assoziation an 
Plasmamembranen vor allem nach der Stimulation mit Zymosan, Phorbol-12-Myristat-13-
Acetat (PMA) und Methionyl-Leucyl-Phenylanalin (fMLP) und steht im Zusammenhang 
mit der Aktivierung der NADPH-Oxidase. Interessanterweise konnte die Lokalisation an 
der Plasmamembran aber nur über einen Zeitraum von 5 min beobachtet werden, während 
nach 15 min die cPLA2 hauptsächlich an nukleären Membranen detektiert wurde [41]. 
Die  Translokation  der  cPLA2  und  ihre  Spezifität  für  die  verschiedenen 
Membrankompartimente  geht  auf  die  C2-Domäne  und  deren  Ca
2+-bindende  Schleifen 
(CBL)  zurück,  die  unabhängig  von  der  Beschaffenheit  der  katalytischen  Domäne  die 
Assoziation mit den entsprechenden Membranen bestimmt [30, 36, 42]. In der Selektion 
der  Ziel-Membranen  spielt  möglicherweise  die  Präferenz  der  C2-Domäne  für  das  in 
intrazellulären  Membranen  vorherrschende  Phosphatidylcholine  (PC)  gegenüber  dem  in 
Plasmamembranen angereichertem Phosphatidylserine (PS) eine Rolle. Durch Mutationen 
der hydrophoben Aminosäuren Phe35, Leu39, Tyr96 und Val97 der CBL1 und CBL3 geht 
die  Selektivität  der  cPLA2  für  PC  und  intrazelluläre  Membranen  verloren  [36,  42]. 
Weiterhin ermöglichen CBL1 und CBL3 durch Penetration in die Lipid-Doppelschicht die 
Verankerung  des  Enzyms  an  der  Membran.  Die  hydrophoben  Spitzen  der  Schleifen 
interagieren  dabei  mit  den  Fettsäureresten  im  Innenbereich  der  Membran,  während 
hydrophilere  Aminosäurereste  in  unmittelbarer  Nähe  zu  den  Phospholipid-Kopfgruppen 
lokalisiert  sind.  Die  Ca
2+-Ionen  zwischen  den  CBL  führen  nicht  zu  verstärkten 
Wechselwirkungen mit den Phosphatgruppen, sondern werden durch Wasser koordiniert 
und dienen der Neutralisation von negativen Ladungen in den CBL [43, 44]. Einleitung
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Allerdings  scheint  die  C2-Domäne  nicht  allein  für  die  Interaktion  des  Enzyms  mit  
Membranen verantwortlich zu sein. Nach Zellstimulation translozierte cPLA2 bleibt auch 
nach Erniedrigung des Ca
2+-Spiegels mit den Zielstrukturen assoziiert und kann auch mit 
Ethylenglycoltetraessigsäure (EGTA) nicht von Membranfragmenten dissoziiert werden. 
Die  isolierte  C2-Domäne  hingegen  wird  allein  durch  Ca
2+  reguliert  und  ist  von  dieser 
verzögerten Dissoziation nicht betroffen [45, 46]. Welche Aminosäuren die zusätzlichen 
Membraninteraktionen  bewirken,    konnte  noch  nicht  vollständig  geklärt  werden. 
Mutationen von Trp464, aber auch von Ile399, Leu400 und Leu552 konnten die Affinität 
der cPLA2 gegenüber Lipidaggregaten hemmen [13, 46, 47]. Darüber hinaus wurde auch 
ein  Kontakt  der  Bereiche  268  bis  279  und  466  bis  470  zur  Membranoberfläche 
nachgewiesen [14]. Eine Beteiligung des Zytoskeletts an der verzögerten Dissoziation in 
den Epithelzelllinien GEC und EA.hy.926 wurde ausgeschlossen [45, 48], allerdings wurde 
in Thrombozyten die EGTA-resistente Assoziation der cPLA2 mit Plasmamembranen mit 
einer Bindung an Aktin in Zusammenhang gebracht [49].
Die  Ca
2+-abhängige  Membranassoziation  wird  also  durch  Wechselwirkungen  der  C2-
Domäne  mit  Phospholipiden  ermöglicht,  während  unterstützende  Interaktionen  der 
katalytischen Domäne den Ca
2+-Bedarf des intakten Enzyms gegenüber der C2-Domäne 
reduzieren  und  einen  Ausgleich  von  vorherrschenden  Ca
2+-Oszillationen  bewirken  [14, 
46].
1.1.3.3 Phosphorylierung der cPLA2
Neben  der  Ca
2+-induzierten  Translokation  trägt  die  Phosphorylierung  der  cPLA2  durch 
verschiedene Kinasen zur Aktivierung des Enzyms bei (Abb. 1.2). Abhängig vom Zelltyp 
und der Art der Zellstimulation phosphorylieren  p38MAPK und p42/44MAPK (ERK-1/2) 
sowie  MAPK-interagierende  Kinasen  (Mnk1)  und  Calcium/Calmodulin-abhängige 
Proteinkinase (CaMK) II  die cPLA2 an Ser505, Ser727 und Ser515 [50-56]. 
Aus der G-Protein vermittelten Zellstimulation durch PAF, fMLP oder Thrombin resultiert 
die Aktivierung von ERK-1/2 und p38MAPK[56-58], während Zellstress und Phorbolester 
selektiv  p38MAPK  bzw.  ERK-1/2  aktivieren  [55,  56,  59,  60].  Die  resultierende 
Phosphorylierung  der  cPLA2  an  Ser505  führt  nicht  zur  initialen  Induktion  der  AA-
Freisetzung,  kann  aber  Ca
2+-vermittelte  Effekte  verstärken  und  erhöht  die  im  Lysat 
gemessene Enzymaktivität 2- bis 3-fach [52, 61-63]. In intakten Zellen, bei niedrigeren 
physiologischen Ca
2+-Konzentrationen, dürfte der Beitrag der Kinasen erheblich gesteigert Einleitung
7
sein  [47].  Die  Phosphorylierung  an  Ser505  bewirkt  wahrscheinlich  eine 
Konformationsänderung  und  damit  verbunden  eine  verbesserte  Membraninteraktion  der 
katalytischen Domäne [47] Allerdings gibt es widersprüchliche Ergebnisse hinsichtlich der 
Frage,  ob  durch  eine 
Phosphorylierung  an 
Ser505  die  Ca
2+-
unabhängige  Assoziation 
dieser Domäne unterstützt 
wird [46, 47]. 
Die  Mnk1  vermittelte 
Phosphorylierung  der 
cPLA2  hingegen  verstärkt 
nicht  nur  Ca
2+-Effekte 
sondern  vermittelt  auch 
die direkte Aktivierung der 
cPLA2  in  intakten  Zellen 
nach  Stimulation  mit 
Okadainsäure  in 
Abwesenheit  eines  Ca
2+-
Einstroms [53, 63]. Mnk1 
kann  durch  ERK-1/2  und 
p38MAPK  in  intakten 
Zellen  und  im  zellfreien 
Kontext aktiviert werden und phosphoryliert die cPLA2 an Ser727 [53, 64]. Dadurch wird 
die Bindung der OH-Gruppe des Ser727 an p11 aufgehoben, welches im Komplex mit 
Annexin A2 die Aktivität des Enzyms unterbindet [65].
Ein Einfluss der CaMKII wurde bisher in glatten Muskelzellen der Aorta (VSMC), in der 
leukämischen  Zelllinie  U937,  in  embryonalen  Nierenzellen  HEK293  und  in  C12-
Mausfibroblasten  detektiert,  die  durch  Noradrenalin,  fötales  Rinderserum  (FBS)  oder 
durch einen Ca
2+-Einstrom stimuliert wurden [66-69].  Die Aktivierung in intakten Zellen 
resultiert aus einer direkten Phosphorylierung der cPLA2 an Ser515 [54]. Darüber hinaus 
bewirkt CaMKII die Aktivierung von MAPK [66, 70] und in C12 Zellen wurden auch 
phosphorylierungs-unabhängige Effekte der CaMKII auf Ser505/Ser727/Ser515-Mutanten 
gefunden [69]. 
Abb. 1.2 Ca





















Weiterhin wurde eine Phosphorylierung der isolierten cPLA2 durch PKC gezeigt, die die 
Aktivität der cPLA2 allerdings kaum modulierte [51, 52, 71]. Über eine Rolle der PKC in 
intakten Zellen, die über eine Aktivierung von ERK-1/2 hinausgeht, wurde bisher nur in 
Komplement-stimulierten glomerulären Epithelzellen berichtet [48]. 
1.1.3.4 Proteininteraktionen
Phospholipase-aktivierendes  Protein  (PLAP),  Phospholipase-interagierendes  Protein 
(PLIP), Annexine I, II, V und VI, p11, Caveolin-1 sowie Vimentin, Aktin, und das Integrin 
α2bβ3 wurden als Interaktionspartner der cPLA2 beschrieben, die stimulusabhängig in die 
Signalkaskade  der  cPLA2-Aktivierung  involviert  sein  können.  So  wird  PLAP  nach  der 
Behandlung glatter Muskelzellen mit Leukotrien(LT)D4 sowie von Makrophagen mit LPS, 
TNFα oder IL-1β hochreguliert und die Expression, Membranbindung und Aktivität der 
cPLA2  werden  gesteigert  [72-74].  Auch  im  zellfreien  System  kann  PLAP  die  cPLA2-
vermittelte AA-Freisetzung positiv beeinflussen [75, 76]. 
Die  physiologische  Bedeutung  von  PLIP  hingegen  ist  noch  unklar.  Überexpremiert  in 
Mesanglialzellen der Nieren potenziert es die apoptotische Wirkung der cPLA2 sowie die 
Prostaglandin(PG)E2-Produktion,  allerdings  ist  zumindest  der  apoptotische  Effekt 
unabhängig von einer direkten Interaktion mit der cPLA2 [77, 78]. 
Besser untersucht ist die Rolle der inhibitorischen Proteine p11 und der Annexine I, II, V 
und VI. Antientzündliche Annexine unterdrücken die Aktivität der cPLA2, sPLA2, cPKC, 
induzierbaren NO-Synthase (iNOS) und Cyclooxygenase-2 (COX-2) [79, 80]. Bezüglich 
der  cPLA2  wurde  eine  schwache,  unspezifische  Hemmung  durch  Annexin  II  und  V 
nachgewiesen, während Annexin I direkt an die C2-Domäne der cPLA2 bindet und bei 
niedrigen  Ca
2+-Konzentrationen  die  Phospholipidhydrolyse  um  50%  senkt  [81,  82]. 
Obwohl  Annexin  II  selbst  keine  direkte  Interaktion  mit  der  cPLA2  zeigt,  kann  die 
Komplexierung  mit  p11,  einem  niedermolekularen  Protein  der  S100-Familie,  die 
Enzymaktivität der cPLA2 stark vermindern. Das Heterotetramer bindet über p11 an den 
C-terminalen  Bereich  der  cPLA2  und  behindert  vermutlich  sterisch  die 
Membranassoziation der katalytischen Domäne [65, 81, 83]. Durch Phosphorylierung an 
Ser727  kann  die  Komplexierung  -  wie  oben  erwähnt  -  unterbunden  werden  [65].  Die 
Erhöhung  der  Expression  von  Annexin  I  als  auch  von  p11  durch  Dexamethason  trägt 
möglicherweise zur antientzündlichen Wirkung des Glucocorticoids bei [84, 85]. Darüber 
hinaus moduliert auch der physiologische Stimulus transformierender Wachstumsfaktor αEinleitung
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(TGFα)  die  inflammatorische  Zellantwort  durch  die  Transkriptionsregulation  von  p11 
[86].
Annexin  VI  weist  keine  direkten  Interaktionen  zur  cPLA2  auf,  inhibiert  aber  die  AA-
Freisetzung  aus  Ovarialzellen  chinesischer  Hamster  (CHO)  durch  Änderungen  der 
Membranstruktur.  Es  bewirkt  eine  Akkumulation  von  Cholesterol  im  späten  Endosom, 
wodurch  der  Cholesterolspiegel  im  Golgi  und  in  der  Plasmamembran  sinkt  und  die 
Aktivität der cPLA2 beeinträchtigt wird (siehe auch Lipidinteraktionen / Lipid Rafts) [87].
Zu  den  inhibitorischen  Interaktionspartnern  zählt  außerdem  Caveolin-1,  welches  im 
zellfreien  System und  in  primären  Hippocampus-Neuronen  der  Aktivierung  der  cPLA2
entgegenwirkt [88]. 
Die  Bindung  der  cPLA2  an  die  Zytoskelettproteine  Aktin  oder  Vimentin  ist 
zelltypspezifisch.  Während  in  der  Endothelzelllinie  EA.hy.926  keine  Assoziation  des 
Enzyms  mit  dem  Zytoskelett  detektiert  wurde  [45],  interagiert  cPLA2  in  embryonalen 
Nierenzellen  (HEK  293)  über  die  C2-Domäne  mit  Vimentin  [89].  In  Thrombozyten 
hingegen kolokalisiert cPLA2 nicht mit Vimentin, sondern mit Aktin, welches auch die 
aktivitätsverstärkende Interaktion des Enzyms mit dem Integrin α2bβ3 vermitteln könnte 
[49, 90].
Neben den beschriebenen Proteinen können weiterhin die proinflammatorischen Enzyme 
iNOS,  COX-2  und  sPLA2  die  Aktivität  der  cPLA2  beeinflussen.  In  humanen 
Endothelzelllinien wurde ein Komplex aus cPLA2, iNOS und COX-2 nachgewiesen, der 
die AA-Freisetzung und die effiziente Umsetzung der AA zu PGE2 impliziert. iNOS bindet 
dabei direkt an die cPLA2 und vermittelt die Bindung von COX-2, welches ohne iNOS nur 
minimale Assoziationen zur cPLA2 aufweist [91]. 
sPLA2  bewirkt  eine  Verstärkung  der  cPLA2-Aktivität  ohne  direkt  mit  dem  Enzym  zu 
ineragieren,  möglicherweise  über  spezifische  Rezeptoren  oder  durch  Eikosanoid-  bzw. 
Lysophospholipidfreisetzung.  Umgekehrt  scheint  die  AA-Freisetzung  durch  sPLA2, 
insbesondere sPLA2 V, essentiell mit einer initialen Aktivierung der cPLA2 verknüpft zu 
sein [3, 92, 93]. Einleitung
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1.1.3.5 Lipidinteraktionen
Die cPLA2 ist durch eine hohe Substratspezifität für Phospholipide mit sn-2 veresteter AA 
charakterisiert [71, 94, 95]. Diese ist in Zellmembranen in Phosphatidylethanolamin (PE) 
sowie in Phosphatidylinositol (PI) und Phosphatidylserin (PS) angereichert, während nur 
ein geringerer Prozentsatz der Phoshphatidylcholine (PC) AA enthält [96, 97]. Dennoch 
dient  PC  auf  Grund  seines  hohen  Anteils  in  Membranen  [98,  99]  neben  PE  als 
Hauptlieferant für AA [96, 97, 100]. 
Zelltypabhängig werden selektiv 1,2-Diacyl-, 1-O-Alkyl- oder 1-O-Alk-1’-enyl-PC bzw. –
PE  hydrolysiert  (Abb.  1.3)  [97,  98,  100,  101],  während  in  zellfreien  Systemen  keine 
Selektivität  der  cPLA2  bezüglich  PC  und  PE  sowie  der  sn-1-Radyl-Gruppe  festgestellt 
werden konnte [71, 95, 102].
Allerdings wird die cPLA2-Aktivität durch die Oberflächenladung und Membranstruktur 
sowie durch Interaktionen mit einzelnen Lipiden moduliert.









































Untersuchungen  der  isolierten  C2-Domäne  der  cPLA2  ergaben  eine  hohe  Selektivität 
dieses Enzymteils für PC-Vesikel gegenüber Liposomen aus anionischen Lipiden wie PS, 
PI, Phosphatidylglycerol (PG) oder Phosphatidsäure (PA) [42, 103, 104]. Dem gegenüber 
konnte allerdings eine erhöhte Membranassoziation und Aktivität des kompleten Enzyms 
an Liposomen mit eingebauten anionischen Lipiden festgestellt werden, die bei niedrigen 
Ca
2+-Spiegeln  und  Lipidkonzentrationen  von  7  –  17  mol%  optimal  sind  und  bei 
steigendem Anteil an negativen Ladungen auf Grund der Abstoßungsreaktionen mit der 
C2-Domäne  wieder  abnehmen  [13,  71,  104-107].  Als  ursächlich  werden  mögliche 
Interaktionen  mit  einem  kationischen  Kluster  (Lys271/273/274  plus  Arg467)  sowie 
Abstoßungsreaktionen  mit  anionischen  Aminosäureresten  auf  dem  Deckel 
(Glu418/419/420)  bzw.  im  Verbindungsstück  zum  Deckel  (Asp436/438/439/Glu440) 
diskutiert [13]. Die Aktivierung durch anionische Lipide konnte allerdings nur in intakten 
Lipidaggregaten gezeigt werden. In Triton-X-100-haltigen Mizellen, in denen die Lipide 
vereinzelt vorliegen, können 5 mol% PS, PI, PG und PA die cPLA2-Aktivität nicht erhöhen 
[108]. 
1.1.3.5.2 Phosphatidylinositol 4,5-diphosphat (PIP2)
PIP2  gilt  als  sehr  potenter  Aktivator  der  cPLA2  in  intakten  Zellen  sowie  in  zellfreien 
Assays  mit  Liposomen  und  Triton-X-100-Mizellen  [105,  106,  108-110].  Schon  ab  0,1 
mol%  PIP2  kann  eine  gesteigerte  AA-Freisetzung  gemessen  werden,  die  je  nach 
Reaktionsbedingungen bei 1 bis 3 mol% PIP2 in Liposomen 8- bis 55-fach und in Mizellen 
sogar bis zu 120-fach über dem Basalwert liegt [105, 106, 108]. Konzentrationen von 1 bis 
3%  entsprechen  dem  physiologischen  Vorkommen  von  PIP2,  welches  ca.  1%  aller 
Phospholipide stellt [111]. Es ist vorrangig in der Plasmamembran, aber auch in kleineren 
Mengen in ER, Golgi, Kernmembranen und Mitochondrien zu finden [112, 113]. Innerhalb 
der Membran scheint es trotz seines hohen Anteils an ungesättigten Fettsäuren vorwiegend 
in rigiden, cholesterolreichen Raft-ähnlichen Domänen aufkonzentriert zu sein [111, 113, 
114], möglicherweise durch die Bindung an Raft-lokalisierte Proteine wie NAP-22 oder 
GAP-43 [111, 115]. Eine Plecktrin-Homologie(PH)-Domäne, wie sie für PIP2-regulierte 
Enzyme  typisch  ist,  ist  in  der  cPLA2-Struktur  nicht  zu  finden,  allerdings  wurde  ein 
kationischer  Kluster  in  der  katalytischen  Domäne  (Arg488/Lys541/543/544)  als  PIP2-
Bindestelle identifiziert (Abb. 1.4) [13]. Die Translokation der cPLA2 an Membranen, die Einleitung
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Penetration  von  hydrophoben  Bereichen  der  katalytischen  Domäne  in  die 
Lipiddoppelschicht  und  die  Substrathydrolyse  werden  durch  die  Interaktion  mit  PIP2
verstärkt und sind sogar in Abwesenheit von Ca
2+ zu beobachten, wenn auch zu einem 
geringeren Ausmaß [106, 108, 116, 117]. Dass dieses Phänomen die in Abwesenheit eines 
Ca
2+-Einstroms  beobachtete  AA-Freisetzung  nach  Stimulation  mit  bestimmten  Stimuli 
erklären könnte, wurde in LPS-vorbehandelten und UV-stimulierten Makrophagen gezeigt, 
wobei  PIP2  für  die  Ca
2+-unabhängige  Aktivierung  der  cPLA2  verantwortlich  gemacht 
werden konnte [109]. 
1.1.3.5.3 Ceramide-1-Phosphate (C-1-P)
Einen  weiteren  direkten  Aktivator  der  cPLA2  stellt  C-1-P  dar.  Das  aus  Ceramiden 
gebildete  C-1-P  tritt  im  Zusammenhang  mit  Entzündungen,  Phagozytose  sowie 
Zellüberleben  und  –proliferation  auf  [118,  119]  und  ist  essentiell  für  die  IL-1β-  und 
A23187-induzierte  cPLA2-Aktivität  in  Lungen-Alveolarepithel-Karzinom-Zellen  A549 
[120]. Auch in J774.1-Makrophagen und L929-Mausfibroblasten führt exogenes C-1-P zur 






























Abb. 1.4 C-1-P- und PIP2-BindestellenEinleitung
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[121, 122]. Durch direkte Interaktion von C-1-P mit einer kationische Bindestelle an der 
C2-Domäne der cPLA2 (Abb. 1.4) wird die Dissoziationskonstante des Enzyms gesenkt 
und damit die Bindezeit an Membranen verlängert [116, 123]. Weiterhin erfährt die cPLA2
eine ca. 2-fache bzw. 8-fache allosterische Steigerung der Aktivität an  Liposomen und 
Mizellen  [116,  121,  124].  In  Abwesenheit  von  Ca
2+  konnten  keine  Effekte  beobachtet 
werden, allerdings senkt C-1-P die notwendige Ca
2+-Konzentration [121] und könnte daher 
die Translokation der cPLA2 an Golgi bei geringeren Ca
2+-Spiegeln bewirken. Zusätzlich 
zur  direkten  Bindung  werden  aber  auch  Einflüsse  von  C-1-P  auf  zelluläre 
Signaltransduktionswege in der Aktivierung der cPLA2 diskutiert. So induziert C-1-P einen 
Ca
2+-Einstrom und in L929-Zellen konnte die C-1-P induzierte AA-Freisetzung zumindest 
zum Teil auf eine Aktivierung der PKC zurückgeführt werden [122]. 
1.1.3.5.3 Ceramide und Diacylglycerol
Im  Gegensatz  zu  C-1-P  werden  Ceramide  vor  allem  im  Apoptose-  oder 
Differenzierungsgeschehen  generiert.  Darüber  hinaus  induzieren  auch  Zellstress  (Hitze, 
Strahlung,  oxidativer  Stress)  oder  entzündliche  Zytokine  die  Ceramidbildung. 
Vorläuferlipid  der  Ceramide  ist  das  vor  allem auf  der  Außenseite  der  Plasmamembran 
lokalisierte Sphingomyelin (SM), welches durch Sphingomyelinase gespalten wird [125, 
126]. Diacylglycerole (DAG) hingegen werden in aktivierten Zellen durch die PLC oder 
PLD aus PI bzw. PC gewonnen [99]. Ceramid und DAG gleichen sich in ihrer Struktur, die 
sich aus einer kleinen Kopfgruppe und einem voluminöseren Fettsäureteil zusammensetzt 
(Abb. 1.5), und zeigen ähnliche physikalische Eigenschaften. Sie streben die Bildung von 
negativen Membrankurvaturen und hexagonalen Phasen an und führen dadurch zu einer 
erhöhten  Membranpermeabilität,  zur  Freilegung  hydrophober  Bereiche  innerhalb  der 
















hydrophilen  Kopfgruppenschicht  und  zu  Flip-Flop-Prozessen  zwischen  den 
Membranschichten. Sie gelten daher als Störsubstanzen in Lipidaggregaten [99, 127-129]. 
Sie weisen aber auch einen ordnendend Charakter auf und formieren sich in separaten, 
gelartigen (so) Phasen [99, 130, 131].
Für beide Lipide wurde eine Aktivierung der cPLA2 in intakten Zellen und in Liposomen 
festgestellt.  Kurzkettige  (C2-  und  C6-Ceramide)  wie  langkettige  Ceramide  (C16-
Ceramide)  sowie  die  Bildung  endogener  Ceramide  durch  Behandlung  mit 
Sphingomyelinase  erhöhen  die  AA-Freisetzung  in  Thrombozyten,  CHO-Zellen, 
mesanglialen  Zellen  und  Phäochromozytom  (PC12)-Zellen  [107,  132-135].  Die 
Behandlung von Makrophagen und neutrophilen Granulozyten mit dem DAG 1-Oleoyl-2-
acetyl-sn-3-glycerol (OAG) resultiert in einer  verstärkten Translokation der cPLA2 und 
gesteigerten AA-Freisetzung [136, 137]. Darüber hinaus konnte die cPLA2-Aktivität nach 
dem Einbau von C16-Ceramid und DAG in PC-Liposomen schon ab 0,1 bzw. 2 mol% 
gesteigert und ab 10 bzw. 9 – 17 mol% maximal aktiviert werden [105, 107]. Als Ursachen 
werden  das  Auseinanderschieben  der  voluminösen  PC-Kopfgruppen  und  damit  eine 
bessere  Substratzugänglichkeit  wie  auch  die  Bildung  von  hydrophoben  Ankern  durch 
hexagonale Phasen diskutiert [99, 127]. Für Ceramid werden auch direkte Effekte auf die 
cPLA2 postuliert. So wurde die Bindung von markiertem Ceramid an die C2-Domäne des 
Enzyms gezeigt [107]. Allerdings konnte dieser Befund in einem Lipid-Protein-Overlay-
Assay nicht bestätigt werden [121] und Ceramid sowie DAG bewirken im Gegensatz zu 
PIP2 und C-1-P ausschließlich in Liposomen mit intakter Phospholipid-Doppelschicht eine 
Verstärkung  der  AA-Freisetzung,  nicht  aber  in  Triton-X-100-Mizellen  [124].  PKCα
hingegen, welche durch DAG wahrscheinlich direkt stimuliert wird, zeigt auch nach der 
Zugabe von Triton-X-100 eine erhöhte Aktivität [138]. 
Andererseits  sind  die  Ceramid-Effekt  nicht  allein  auf  physikalische  Eigenschaften 
zurückzuführen,  da  unterschiedliche  Längen  der  Ceramide  diese  zwar  verändern  (C2-
Ceramid bildet keine hexagonalen Phasen), aber keinen Einfluss auf die Aktivierung der 
cPLA2 haben [129]. 
1.1.3.5.4 Lipid rafts
Das Konzept der Bildung von Lipid Rafts in Membranen wurde und wird auf Grund von 
experimentellen  Unsicherheiten  bei  der  Aufarbeitung  und  Analyse  solcher  Domänen 
kontrovers  diskutiert  [139-141].  Bei  der  Fraktionierung  von  Zellen  konnten 
sphingomyelin- und cholesterolreiche Detergenzien-unlösliche Membranbereiche (DRM) Einleitung
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isoliert werden, allerdings ist nicht klar, inwieweit diese DRMs Artefakte sind, die aus der 
Behandlung mit Detergenzien entstehen [139, 141]. In Modellmembranen aus PC, SM und 
33% Chol konnte eine Phasentrennung in flüssig-geordnete (lo) und flüssig-ungeordnete 
(ld) Bereiche nachgewiesen werden. Jedoch ist die Übertragbarkeit dieser Modelle auf reale 
Membranen  fraglich,  zumal  die  in  Modellmembranen  sogar  mikroskopisch  erfassbaren 
Areale in ihrer Größe nicht mit natürlichen Mikrodomänen vergleichbar sind [141-143]. 
Dass 33% Cholesterol rein physikalisch in der Lage sind, eine Phasentrennung in PC/SM-
Lipidaggregaten  zu  induzieren,  weist  darauf  hin,  dass  20  –  40%  Cholesterol  in 
Zellmembranen  durchaus  Domänenbildungen  forcieren  können  [143].  Eindeutig 
nachgewiesen wurde bisher aber nur die Existenz von ca. 100 nm großen cholesterol- und 
sphingomyelinreichen Caveolae in der Plasmamembran sowie ein sehr heterogener Aufbau 
von Membranen auf Lipid- und Proteinebene [141, 144]. Anreicherungen von SM und 
Cholesterol finden sich vor allem in der Plasmamembran sowie im Golgi-Apperat [145, 
146]. Da Rafts mikroskopisch nicht sichtbar sind, müssen sie eine Größe von < 300 nm 
aufweisen, Größen von 10 – 100 nm werden postuliert. Neben der geringen Größe sind 
Lipid Rafts wahrscheinlich auch durch eine hohe Dynamik (Halbwertzeit: µs bis ms) und 
Heterogenität gekennzeichnet. Außer Lipiden spielen Proteine, z.T. in Verbindung mit dem 
Zytoskelett, eine Rolle in der Formierung und Größenbegrenzung der Domänen [115, 141, 
147].  In  Rafts  (bzw.  DRM)  angereicherte  Proteine  weisen  dabei  in  der  Regel 
Verknüpfungen  mit  ungesättigten  Fettsäureresten  (Myristinsäure,  Palmitinsäure)  oder 
glykosylierten PI-Gruppen auf. Darüber hinaus können sie durch Interaktionen mit anderen 
Proteinen  (z.B.  Caveolin-1,  Flotillin),  Lipiden  (z.B.  in  Rafts  angereichertes  PIP2)  oder 
Cholesterol (über Cholesterol-bindende Domänen (CRAC)) in Rafts konzentriert werden 
[115].  Die  Membran  als  ordnende  Plattform  könnte  durch  derartige  Trennungen  und 
Aufkonzentrierungen die Signaltransduktion entscheidend mit beeinflussen [147].
Hinweise  auf  eine  Lokalisation  der  cPLA2  in  Lipid  Rafts  finden  sich  in  mit  Prionen 
infizierten Nervenzellen und Hippocampus-Neuronen [88, 148]. Darüber hinaus wurde ein 
positiver  Zusammenhang  zwischen  dem  Cholesterolgehalt  und  der  cPLA2-Aktivität  in 
Thrombozyten, HeLa, CHO und Ratten-Endothelzellen der Aorta festgestellt. Aus letzteren 
konnte cPLA2 mit Caveolin-1 co-immunoprozipitiert werden [87, 133, 149-152]. In einer 
Leukämiezelllinie  von  Ratten-Basophilen  (RBL-2H3)  hingegen  wurde  eine  reduzierte 
Leukotrienbiosynthese  nach  Cholesterolentzug  sowie  die  Lokalisation  von  5-LO 
aktivierendem Protein (FLAP) in Lipid Rafts, aber kein Einfluss von Cholesterol auf die 
AA-Freisetzung  beobachtet  [153].  Am  isolierten  Enzym  wiederum  wurde  eine Einleitung
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gegensätzliche  Beeinflussung  der  cPLA2  durch  SM  und  Cholesterol  nachgewiesen. 
Cholesterol  konnte  die  SM-bedingte  Hemmung  der  cPLA2  aufheben  [133].  In  diesem 
Zusammenhang ist auch eine Studie interessant, die durch die Verankerung der cPLA2 an 
der  Plasmamembran  durch  N-terminal  gebundenes  Lck  und  C-terminal  verankertes  K-
Ras4B auf unterschiedliche Aktivitäten der cPLA2 stieß. Nach Stimulation mit Epinephrin 
und A23187 wurde die Aktivität der Lck-cPLA2 gesteigert, die der Ras-cPLA2 hingegen 
gehemmt. Neben der in der Studie postulierten Interkalation des C-terminalen Peptids mit 
evt. Proteinbindungen der cPLA2 könnte auch die unterschiedliche Membranlokalisation 
von Lck und K-Ras4B in Lipid Rafts und in Rafts-freien Gebieten eine Rolle spielen [140, 
154, 155]. Einleitung
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1.1.4 Physiologische und pathopysiologische Bedeutung der cPLA2
Aufgrund  der  zentralen  Rolle  der  cPLA2  in  der  AA-Säure-Kaskade  und  der  daraus 
resultierenden Vielfalt an Mediatoren, ist die cPLA2 für eine Reihe von physiologischen 
und pathophysiologischen Prozessen wichtig. 
1.1.4.1 Produkte der Phospholipid-Hydrolyse und deren Metabolite
Die Spaltung von Phospholipiden (PL) resultiert in der Freisetzung von AA, welche in der 
Folge durch Cyclooxygenasen (COX), Lipoxygenasen (LO) oder Cytochrom P450 (Cyp)-
Enzyme oxidiert wird (Abb. 1.6) [156, 157]. Weiterhin werden Lysophospholipide sowie 
deren Metabolite erzeugt, deren bekanntestes Beispiel PAF ist. PAF bewirkt neben der 
zuerst identifizierten Thrombozytenaktivierung eine Erhöhung des Lungenwiderstands und 






























Abb. 1.6 Eikosanoid- und PAF-Produktion nach PhospholipidhydrolyseEinleitung
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allgemein als entzündungsfördernder Faktor [158].
Durch COX wird die Metabolisierung der AA zu den vasodilatierenden Prostaglandinen 
PGE2, PGD2 und PGI2 und den vasokonstriktorischen Thromboxan (TX)A2 und PGF2α
katalysiert.  Das  nozizeptiv  aktive  PGE2  trägt  dabei  am  stärksten  zum 
Entzündungsgeschehen  bei.  TXA2  bewirkt  die  Verengung  der  Gefäße,  verstärkt  die 
Thrombozytenaggregation und antagonisiert damit die PGI2-Wirkung [159, 160].
Zu  den  5-LO-Produkten  zählen  LTB4  und  die  Cys-LTs  LTC4,  LTD4  und  LTE4,  die 
vorrangig  in  myeloiden  Zellen  generiert  werden  und  deren  Freisetzung  mit  Asthma, 
entzündlichen  Erkrankungen  des  Gastrointestinaltrakts  (Morbus  Crohn),  der  Haut 
(Psoriasis)  und  der  Niere  (Glomerulonephritis)  assoziiert  ist  [160].  Die  durch  12-LO 
vorrangig in Thrombozyten gebildete 12-Hydro(pero)xyeikosatetraensäure (12-H(P)ETE) 
wiederum ist in der Pathogenese der Atherosklerose, des Bluthochdrucks und des Diabetis 
von Bedeutung [161]. 
Neben COX und LO verwerten auch die Cyp-Enzyme Cyp2C8, Cyp2C9 und Cyp2J2 die 
AA als Substrat. Vor allem im Endothelium und in Kardiomyozyten katalysieren diese die 
Bildung  von  Epoxyeikosatriensäuren  (EETs),  welche  vasodilatorisches, 
aggregationshemmendes und antientzündliches Potential aufweisen [157]. 
Die  spezifische  Hydrolyse  von  AA-haltigen  Phospholipiden  bildet  somit  den 
Ausgangspunkt für die Generation von strukturell und funktionell vielfältigen Metaboliten.
1.1.4.2 Physiologische Rolle der cPLA2
Da  neben  der  cPLA2  auch  andere  PLA2,  insbesondere  sPLA2,  zur  AA-Freisetzung 
beitragen,  wird  durch  eine  Hemmung  der  cPLA2  die  Bildung  der  beschriebenen 
Mediatoren nicht vollständig blockiert. Allerdings wird der cPLA2 die zentrale Rolle in der 
AA-Freisetzung für die Eikosanoid-Bildung zugeschrieben. Dies ist auf die kurzfristige 
Bereitstellung  größerer  Mengen  AA  durch  die  cPLA2  selbst,  aber  auch  z.T.  auf  die 
Aktivierung der sPLA2, wie dies in Makrophagen gezeigt wurde, zurückzuführen [92, 93]. 
In  cPLA2-knockout-Mäusen  ist  somit  die  PG-  und  LT-Synthese  in  Makrophagen  stark 
eingeschränkt, wenn auch die PAF-Produktion in diesen Zellen kaum unterdrückt wird. In 
Knochenmark-Mast-Zellen  und  Neutrophilen  von  cPLA2-knockout-Mäusen  hingegen 
konnte neben der Eikosanoid- auch die PAF-Bildung blockiert werden. In einem Patienten 
mit cPLA2α-Defizienz waren die TXB2- (Abbauprodukt des TXA2) und 12-HETE-Werte 
um 95,9 und 97,8 % und die Urinspiegel an PGI2-, PGD2- und PGE2-Metaboliten um 30 Einleitung
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bis 40% und an LTB4 und LTE4 um über 90% gesenkt. Während also hier AA-Quellen für 
die Prostaglandin-Synthese zumindest in einigen Geweben zur Verfügung stehen, geht die 
Eikosanoid-Bildung aus Thrombozyten und Leukozyten fast ausschließlich auf die cPLA2
zurück  [162].  Wahrscheinlich  auf  Grund  dieser  zellspezifischen  alternativen  AA-
Freisetzung durch andere PLA2 zeigen auch cPLA2-knockout-Mäuse eine relativ normale 
Physiologie.  Altersabhängig  tritt  ein  Urin-Konzentrationsdefekt  auf,  der  mit  einer 
gesteigerten  Aquaporin-1-Expression  einhergeht  und  in  einer  übermäßigen 
Urinausscheidung bei verminderter Wasseraufnahme resultiert.  Andererseits wurde  eine 
Rolle der cPLA2 in der Angiotensin II-vermittelten Bildung von 5,6-EETs nachgewiesen, 
welche  den  NaHCO3-Cotransporters  hemmen.  Die  bei  cPLA2-knockout-Mäusen 
gesteigerte  Aktivität  dieses  Transporters  scheint  allerdings  gegenüber  der  Aquaporin-1-
Expression nicht ins Gewicht zu fallen [16, 163, 164]. 
Darüber hinaus ist bei cPLA2-knockout-Mäusen die Fertilität eingeschränkt, wenn auch 
nicht  blockiert,  wie  z.B.  nach  COX-2-Knockout,  und  es  treten  Geburtsschwierigkeiten, 
kleinere  Würfe  und  eine  größere  Sterblichkeit  der  Jungtiere  auf.  Die  eingeschränkte 
Fertilität könnte auf den Mangel an antiapoptotisch wirkender AA in Granulosa-Zellen des 
Eierstocks zurückzuführen sein [165]. Weiterhin entwickeln sich spontane Geschwüre im 
Dünndarmbereich.  Gastrointestinale  Beschwerden  nach  cPLA2-Hemmung  könnten  auch 
ein vorherrschendes Symptom beim Menschen sein. Der cPLA2-defiziente Patient leidet 
seit seiner Kindheit an abdominalen Schmerzen, gastrointestinalen Blutungen und damit 
verbunden  an  Anämie  und  Eisenmangel.  In  der  4.  Lebensdekade  traten  mehrfach 
Dünndarm-Perforationen  und  kleinere  Geschwüre  im  Bereich  Ileum  und  Jejunum  auf. 
Ähnlich wie bei den Knockout-Mäusen kam es bei ihm jedoch nicht zu Ulzerationen der 
Magenschleimhaut,  wie  sie  nach  Gabe  von  nicht-steroidalen  Antirheumatika  (NSAR) 
auftreten.  Eine  unterschiedliche  Lokalisation  bzw.  Bedeutung  der  cPLA2  in  der  AA-
Freisetzung,  aber  auch  die  zusätzliche  Hemmung  der  ulzerativen  Leukotriene  im 
Magenbereich  könnten  dieses  Phänomen  verursachen.  Ob  ein  Nierenkarzinom  des 
Patienten mit der cPLA2-Defizienz im Zusammenhang steht, ist nicht geklärt [16, 162, 
163].Einleitung
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1.1.4.3 Pathophysiologische Rolle der cPLA2
Mit Hilfe von Knockout-Mäusen, Inhibitoren und antisense-Oligonukleotiden wurde die 
Rolle  der  cPLA2  in  Entzündungen,  Infektionen,  Karzinogese,  neurodegenerativen 
Erkrankungen, Diabetis und Osteoporose eruiert.
1.1.4.3.1 Entzündungen
In  entzündlichen  Erkrankungen,  die  auf  das  Zusammenspiel  von  PG,  LT  und  PAF 
zurückzuführen  sind,  wie  z.B.  Arthritis,  atopische  Dermatitis,  Atemnotsyndrom  des 
Erwachsenen (ARDS) oder im Peritonitis-Modell, konnte die jeweilige Symptomatik durch 
eine Herunterregulierung oder Inhibition der cPLA2 stark vermindert werden [163, 166-
169].  Auch  die  Symptome  des  allergischen  Asthmas  und  atherosklerotische 
Veränderungen nach fettreicher Diät wurden durch eine Hemmung der cPLA2 und durch 
die daraus resultierende verminderte LT- bzw. PG-Produktion reduziert [119, 170, 171]. 
Das inflammatorische Potential der cPLA2 ist dabei nicht allein auf die Eikosanoid- und 
PAF-Freisetzung, sondern zelltypspezifisch auch auf die Bildung von TNFα, IL-1, IL-6 
oder ICAM-1 (intrazellulares Adhäsionsmolekül-1) zurückzuführen [18, 166, 169, 172]. 
Und in der Pathogenese des Asthma führt die Inhibition der cPLA2, im Gegensatz zur 5-
LO-Hemmung,  darüber  hinaus  zu  einer  Normalisierung  des  Genexpressionsmusters  in 
Monozyten asthmatischer Patienten [173].
1.1.4.3.2 Infektionen
Auch bei der Bekämpfung von Infektionen kommt der cPLA2 eine zentrale Rolle zu. Die 
cPLA2-Expression  ist  während  einer  Sepsis  in  neutrophilen  Granulozyten  hochreguliert 
und kann auch in Monozyten-ähnlichen PLB und in HeLa durch LPS induziert werden [18, 
174,  175].  Posttranslational  bewirken  Zymosan  (ein  Zellwandbestandteil  von 
Saccharomyces  cerevisiae),  Staphylokokkos  aureus,  Candida  albicans  oder  Toxoplasma 
gondi  die  Stimulation  der  cPLA2  über  eine  Erhöhung  des  Ca
2+-Spiegels  und  die 
Aktivierung  von  MAPK.  Vermittelt  werden  diese  Signaltransduktionen  über  den  beta-
Glucan-Rezeptor  dectin-1,  den  Toll-like-Rezeptor  TLR4  und  MyD88  [176-178]. 
Prioneninfektionen steigern ebenfalls die Aktivität der cPLA2 und die PGE2-Freisetzung, 
allerdings über eine Erhöhung des Cholesterolgehaltes in den befallenen Neuronen [148].Einleitung
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Die  Phagozytose  von  Mikroorganismen  selbst  und  die  Expression  der  entsprechenden 
Oberflächenmarker erfolgt unabhängig von der Phospholipid-Hydrolyse, aber das Abtöten 
der Keime setzt die Freisetzung von AA und zu einem geringeren Teil auch von PAF 
voraus [175, 179]. Außerdem ist die cPLA2 für die Assemblierung der NADPH-Oxidase 
und die konsequente Bildung von reaktiven Sauerstoffderivaten (ROS) von Bedeutung. 
Über eine Bindung der CBL1 an eine Untereinheit der NADPH-oxidase, p47phox, und 
über bereitgestellte AA ermöglicht die cPLA2 die Funktionalität dieser Oxidase [175, 180]. 
Eine Hemmung der cPLA2 könnte somit zu klinischen Problemen bei Infektion führen. So 
war die Clearance von Escheria coli bei Lungenentzündung nach  Inhibition der cPLA2
stark eingeschränkt [179] und im Sepsis-Modell konnte trotz verminderter Freisetzung von 
inflammatorischen Mediatoren im Gegensatz zur 5-LO-Inhibition kein Überlebensvorteil 
durch cPLA2-Hemmung festgestellt werden [181].  
1.1.4.3.3 Krebs
Das karzinogene Potential der cPLA2-Aktivität ist gewebe- und zellspezifisch differenziert 
zu betrachten. In Tumoren der Lunge, des Ösophagus, der Gallengänge, des Pankreas und 
des  Dünndarms  sowie  in  akuter  myeloider  Leukämie  und  in  der  leukämischen 
monozytären  Zelllinie  U937  ist  die  cPLA2  überexpremiert,  im  Magentumor  und 
Kolonkarzinom hingegen sind normale Spiegel und im Barret-Ösophagus (Metaplasie des 
Speiseröhrenepithels)  gar  reduzierte  cPLA2-Werte  zu  finden [16,  17,  94,  182].  cPLA2-
knockout-Mäuse  weisen,  im  Gegensatz  zur  Kontrollgruppe,  seltener  Dünndarmpolypen 
und Lungentumore auf, entwickeln aber größere Karzinome im Kolon [16]. 
Dementsprechend  wird  auch  den  freigesetzten  Mediatoren  antiapoptotische  oder 
antiproliferative  Potenz  zugeschrieben.  In  Sarkomzellen,  humanen  embryonalen  Nieren 
(HEK)-Zellen und im hepatozellulären Karzinom (HCC) verhindert AA oder in der Folge 
gebildetes PGE2 die Apoptose und in U937 die Nekrose der Zellen. Die Proliferation von 
U937 hängt allerdings primär nicht von der AA oder deren Metaboliten ab, sondern geht 
wahrscheinlich  auf  die  Freisetzung  von  LysoPC  zurück  [67,  183].  Der  genaue 
Mechanismus  der  Metabolite  ist  in  diesem  Zusammenhang  noch  unklar.  Lediglich  für 
HCC-Zellen  wurde  eine  Aktivierung  des  Peroxisom-Proliferator-Aktivierten-
Rezeptor(PPAR)δ durch AA und  eine konsequente COX-2-Überexpression gezeigt, die 
mit  der  Proliferation  der  Zellen  im  Zusammenhang  steht  [184-187].  Die  Bildung  der 
überlebensfördernden Metabolite wird während der Apoptose wiederum durch Caspasen-
vermittelte Spaltung und Inaktivierung der cPLA2 limitiert [182, 188]. Einleitung
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In Kolonkarzinomzellen, neutrophilen Granulozyten und chronisch myeloiden Leukämie 
(CML)-Zellen  hingegen  induziert  AA  die  Apoptose  [189-191].  Mechanistisch  könnten 
diesem  Prozess  die  Erhöhung  der  Mitochondrienpermeabilität  durch  AA  selbst,
antiproliferative Wirkungen der AA-Metabolite oder die durch AA verursachte Ceramid-
Bildung zu Grunde liegen [16, 192].
1.1.4.3.4 Neurodegenerative Erkrankungen
Im  gesunden  Hirngewebe  ist  die  cPLA2  vor  allem  in  Purkinje-Zellen,  Astrozyten  der 
Grauen  Substanz  und  Hippocampus-Neuronen  lokalisiert  und  sie  ist  in  die 
Neurotransmitter-Freisetzung,  Membranorganisation,  Prozesse  des  Lernens  und 
Gedächtnises und die Zellproliferation sowie Differenzierung involviert [193-195]. Eine 
Überaktivierung der cPLA2 verstärkt neurodegenerative Erkrankungen wie die zerebrale 
Ischämie, Alzheimer und vaskuläre Demenzen, Multiple Sklerose, Parkinson und Epilepsie 
[193, 196]. AA schädigt hier die Membran-Permeabilität und Mitochondrienfunktion und 
führt zur Freisetzung von ROS [197]. Zusätzlich ist die cPLA2 im Zusammenspiel mit der 
iPLA2  und  5-LO  an  der  iNOS-Transkription  und  damit  NO-Freisetzung  in  Glia-Zellen 
beteiligt [198]. Aufgrund der hohen Dichte an ungesättigten Fettsäuren und der niedrigen 
Antioxidanzkonzentration  ist  das  Hirngewebe  besonders  anfällig  für  oxidativen  Stress 
[197, 199]. 
Die Hemmung der cPLA2 vermindert somit entzündliche Reaktionen und die Freisetzung 
von  Radikalen  während  einer  zerebralen  Ischämie  oder  vaskulären  Demenz.  Die 
Infarktgröße und das neurologische Defizit waren nach einer Ischämie in cPLA2-knockout-
Mäusen  deutlich  reduziert  [193,  200].  In  der  Alzheimererkrankung  wurden  veränderte 
cPLA2-Aktivitäten in Nucleus Basalis, Cortex und Hippocampus gefunden, allerdings ist 
noch  nicht  klar,  ob  die  cPLA2-Überexpression  Ursache  oder  Konsequenz  der 
neurodegenerativen Prozesse ist. Amyloid β (Αβ) selbst führt zur ROS-Bildung und könnte 
über einen Ca
2+-Einstrom und die Aktivierung von MAPK die cPLA2 stimulieren. Darüber 
hinaus  werden  TNFα,  IL-1β  und  IL-6  aus  Astrozyten  freigesetzt,  welche  die  cPLA2-
Transkription verstärken [193, 200]. In Hirngeweben von Patienten mit Multipler Sklerose 
ist die cPLA2 ebenfalls überexprimiert und die Unterdrückung der PG-, LT- und PAF-
Produktion  in  cPLA2-knockout-Mäusen  konnte  die  Symptomatik  der  experimentellen 
autoimmunen Enzephalomyelitis, einem Modell der Multiplen Sklerose, verbessern  [193, 
201].  Auch  gegenüber  einem  Parkinsonsyndrom  zeigten  sich  cPLA2-knockout-Mäuse 
resistent, während in normalen Mäusen mit Parkinsonsyndrom die basale AA-Freisetzung Einleitung
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erhöht  ist  [196,  202].  Schizophrenie-Patienten  weisen  gesteigerte  cPLA2-Aktivitäten  in 
Hirn- und Blutzellen auf, die mit einem Polymorphismus im cPLA2-Gen assoziiert sind 
[203].  Interessanterweise  wurde  für  die  in  der  Schizophrenie  eingesetzten 
Stimmungsstabilisatoren  Lithium  und  Carbamazepin  eine  Hemmung  der  cPLA2-
Expression nachgewiesen [204].
1.1.4.3.5 Diabetis und Osteoporse
In pankreatischen β-Zellen besetzt die cPLA2 eine protektive Funktion dahingehend, dass 
durch  PGE2  die  TNFα-Bildung  unterdrückt  sowie  die  Apoptose  unterbunden  wird.  In 
cPLA2-knockout-Mäusen traten somit auch in nicht fettleibigen Mäusen vermehrt Insulitis 
und Typ-I-Diabetis auf und auch die Typ-II-Diabetis kann durch Hemmung der cPLA2 und 
damit  verbundenen  β-Zell-Untergang  induziert  werden  [16,  205,  206].  Ebenfalls  über 
PGE2  werden  die  Effekte  der  cPLA2  auf  die  Knochenresorption  vermittelt.  Der 
Knochenabbau geht auf eine PGE2-induzierte Hemmung der Osteoblasten-Differenzierung 
und Aktivierung von Osteoklasten zurück [207, 208].
1.1.5 Inhibitoren der cPLA2
Da durch die Inhibition der cPLA2 die Bildung von PG, LT und PAF gehemmt, aber je 
nach Zelltyp auch nicht vollständig blockiert wird, verspricht die Entwicklung von cPLA2-
Antagonisten  potentielle  Arzneistoffe  mit  einem  von  COX-  oder  5-LO-Inhibitoren 
abweichenden Aktionsprofil. Insbesondere bei Entzündungen der Gelenke oder Haut sowie 
bei  Asthma,  aber  auch  bei  neurodegenerativen  Erkrankungen  könnte  der  Einsatz  von 
cPLA2-Inhibitoren die bisherige Arzneistoffpalette bereichern. Zu den ersten Inhibitoren 
zählen die in den 90ern entwickelten relativ unspezifischen AA-Analoga AACOCF3 und 
Methyl-arachidonyl-fluoro-phosphonat  (MAFP), die kovalent  an  Ser228  im  aktiven 
Zentrum binden [193, 209]. Cholin-Derivate als PC-Analoga wirken an der Lipid-Wasser-
Oberfläche [210]. 
2000 – 2001 wurden auf der Suche nach spezifischeren Inhibitoren Pyrrolidon-Derivate 
entwickelt, die ebenfalls mit Ser228 interagieren, allerdings sPLA2, iPLA2, 5-LO und COX 
nicht  inhibieren  [211-214].  Als  potentester  Inhibitor  dieser  Substanzklasse  reduziert 
Pyrrophenon die cPLA2-Aktivität mit IC50-Werten von 4,2 nM im zellfreien System und 
0,18 µM im Vollblut-Assay [212].Einleitung
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In den letzten 2 Jahren wurden die Indol-Derivate Ecopladib, Efipladib und WAY-196025 
sowie  ein  Efipladib-Derivat  mit  verbesserter  Bioverfügbarkeit  beschrieben.  Die 
eingeführten Benzoylsäure-, Sulfonamid- und Benzhydryl-Gruppen führten zu IC50-Werten 
von  0,15,  0,04,  0,01  und  0,065  µM.  Trotz  ihrer  Größe  von  >  700  kD,  schlechter 
Wasserlöslichkeit und damit relativ schlechter Bioverfügbarkeit von maximal 12 bis 13% 
waren sie in Arthritis- und Asthma-Tiermodellen nach peroraler Applikation effektiv. Für 
Ecopladib und Efipladib wurden Phase-I-Studien initiiert [215-218].
Von Lehr et. al hingegen wurde der Indol-Grundbaustein mit Propanon kombiniert und 
somit Substanzen mit IC50-Werten unter 1 µM und einer relativ guten Wasserlöslichkeit 














































1.2 Hyperforin als Bestandteil des Johanniskrauts
1.2.1 Johanniskraut
Als “Arnika der Nerven“ bezeichnete bereits Paracelsus Anfang des 16. Jahrhunderts das 
Tüpfel-Johanniskraut (Hypericum perforatum) und beschrieb damit erstmalig den Einsatz
dieser Pflanze bei psychiatrischen Beschwerden. Heute gehören Johanniskraut-Präparate 
zu  den  populärsten  pflanzlichen  Arzneimitteln  und  stellen  in  der  Therapie  depressiver 
Störungen eine bedeutende Alternative zu den synthetischen Antidepressiva dar [221, 222]. 
Die Anwendung von Johanniskrautzubereitungen geht allerdings über den Gebrauch in der 
Psychiatrie hinaus und erstreckt sich in der traditionellen Medizin auch auf die Behandlung 
von  respiratorischen  Erkrankungen,  Beschwerden  des  Magen-Darm-Trakts,  Haut-  und 
Schleimhautläsionen, oberflächlichen Verletzungen und auf die Wundpflege. In Osteuropa 
sind  Johanniskrautpräparate  als  topisches  Antibiotikum  auf  dem  Markt  und  in  der 
präklinischen  Krebsforschung  wurde  auch  ein  anti-tumorales  Potential  der  Droge 
festgestellt  [222,  223].  Als  Zubereitungsformen  stehen  in  Europa  der  mit  Hilfe  von 
Pflanzenölen  hergestellte  Auszug  aus  frischen  Blüten  (Johanniskrautöl),  meist  wässrig-
ethanolische Extrakte der Pflanze oder Tees zur Verfügung. Die genaue Zusammensetzung 
der jeweiligen Präparate schwankt dabei je nach Erntezeit, verwendeten Pflanzenteilen und 
Extraktionsverfahren  sehr  stark  [221,  224,  225].  Zu  den  Hauptinhaltsstoffen  des 
getrockneten Krauts zählen Naphthodianthron- und Phloroglucinderivate und Flavonoide 
sowie  Procyanide,  Catechingerbstoffe  und  Xanthone.  Die  Naphthodianthrone  Hypericin 
und  Pseudohypericin  sind  in  Konzentrationen  von  0,05  bis  0,15%  vorhanden.  Das  rot 
fluoreszierende Hypericin verleiht dem nach dem Anschneiden der Pflanze austretenden 
roten  Saft  und  dem  Johanniskrautöl  die  charakteristische  Farbe  und  ist  an  der 
antidepressiven  und  antitumoralen  Wirkung  beteiligt.  Allerdings  muss  auch  die 
photosensibilisierende  Wirkung  dem  Hypericin  zugeschrieben  werden.  Zu  den 
Phloroglucinolen gehören Hyperforin und Adhyperforin, die je nach Erntezeitpunkt zu 2 
bis 4% in der getrockneten Pflanze enthalten sind. In Blüten und Früchten werden die 
höchsten Konzentrationen gefunden, wobei der Hyperforin-Gehalt während der Reifung 
der  Blüten  von  2,5%  in  den  Knospen  bis  auf  8,5%  in  den  unreifen  Früchten  ansteigt. 
Adhyperforin  akkumuliert  ebenfalls  mit  der  Entwicklung  der  Blüten  und  ist  je  nach 
Erntezeitpunkt in Konzentrationen von 0,2 bis 1,9% zu finden. Flavonoide liegen zu 2 bis  Einleitung
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5%  vor  und  bestehen  hauptsächlich  aus  Quercetinglykosiden  (Hyperosid,  Rutosid, 
Quercitrin,  Isoquercitrin)  sowie  aus  verschiedenen  Flavonoidaglyka  und  Biflavonoiden 
(z.B. Biapigenin). Flavonoide tragen zur antidepressiven Wirkung bei und fungieren als 
Antioxidantien, aber Quercetin zeigte in Ratten auch kanzerogenes Potential [221, 224, 
225]. 
1.2.2 Hyperforin
Hyperforin wurde erstmalig 1975 isoliert und ist der am besten 
charakterisierte Inhaltsstoff von Johanniskraut [226]. Es stellt 
ein  mehrfach  isoprenyliertes  Phloroglucinol  mit 
tautomerisierender  vinyloger  Carbonsäure  dar  (Abbildung 
1.8).  Zu  finden  ist  es  in  verschiedenen  Hypericum-Species, 
aber nur in Hypericum perforatum in maßgeblichen Mengen 
[222, 226]. Auf Grund seiner Lipophilie und Empfindlichkeit 
gegenüber Licht und Oxidation hängt der endgültige Gehalt in 
Präparaten neben der Erntezeit stark von der Aufarbeitungs-
und  Extraktionsmethode  ab.  Es  gibt  prominente 
Schwankungen zwischen verschiedenen Extrakten, die von hyperforinfreien Zubereitungen 
bis zu Präparaten mit fast 6% Hyperforin reichen. Auch zwischen den Chargen ist eine 
erhebliche  Varianz  zu  finden  [225,  227,  228].  Aus  traditionellen  Gründen  sind 
Johanniskrautpräparate  allerdings  meist  auf  0,3%  Hypericin  standardisiert,  dessen 
Monoaminoxidase (MAO)-Hemmung ursprünglich als das wirksame Prinzip beschrieben 
wurde, ein Wirkmechanismus, der in Folgestudien nicht bestätigt werden konnte. Obwohl 
Flavonoide  und  Xanthone  tatsächlich  MAO  inhibieren,  liegt  deren  Konzentration  weit 
unterhalb des relevanten Bereichs [224, 227, 229]. Wahrscheinlicher ist, dass eine Vielfalt 
von Mechanismen der pharmakologischen Wirkung von Johanniskraut zu Grunde liegt, die 
zum  Teil  auf  einzelne  Bestandteile,  zum  Teil  aber  auch  auf  die  Kombination  der 
verschiedenen Substanzen zurückzuführen ist [224]. 
Als  eine  der  potentesten  Komponenten  wird  Hyperforin  angesehen,  welches  anti-
depressive,  anti-entzündliche, anti-bakterielle  und  anti-tumorale  Eigenschaften  aufweist, 






1.2.3 Wirkung bei Depressionen und anderen neurologischen 
Erkrankungen
Die  Wirksamkeit  von Johanniskraut  bei  leichten  bis  moderaten  Depressionen  wurde  in 
klinischen Studien gegenüber Placebo und im Vergleich zu verschiedenen Antidepressiva 
mehrfach belegt. Allerdings weisen die Studiendesigns sehr unterschiedliche Qualitäten 
auf. Die Klassifikation der Depression ist zum Teil sehr vage, Patienten wurden in einigen 
Untersuchungen auch von Allgemeinärzten, Internisten oder Gynäkologen in die Studien 
aufgenommen  und  die  Studiendauer  war  meist  zu  kurz.  Darüber  hinaus  wurde  in 
Vergleichsstudien  das  synthetische  Antidepressivum  vorwiegend  in  der  niedrigsten 
empfohlenen  Dosis  appliziert  und  auf  eine  Hochtitration,  wie  in  der  Klinik  üblich, 
verzichtet. Dennoch ist insbesondere im Hinblick auf die Placebo-kontrollierten Studien 
von  einer  Wirksamkeit  auszugehen.  Inwieweit  diese  aber  tatsächlich,  wie  dargestellt, 
Equivalenz  zu  synthetischen  Antidepressiva  aufweist,  ist  fraglich  [221,  230,  231].  Zur 
Anwendung von Johanniskrautpräparaten bei moderaten bis schweren Depressionen mit 
Dosierungen  von  bis  zu  1800  mg/Tag  gibt  es  hinsichtlich  der  Wirksamkeit 
widersprüchliche  Daten,  die  eine  Indikation  bei  schwereren  Erkrankungen  nicht 
rechtfertigen [221, 231, 232].
Bei  der  Untersuchung  der  antidepressiven  Wirkung  von  Johanniskrautpräparaten  in 
Tiermodellen  (Forced-Swim-Test  und  Learned-Helplessness-Test)  konnte  eine  gute 
Korrelation der Effektstärke mit der Hyperforin-Konzentration festgestellt werden [233, 
234]. Allerdings verfügen auch hyperforinfreie Extrakte über antidepressives Potential, das 
mit dem hyperforinhaltiger Zubereitungen vergleichbar ist [235]. Das wirksame Prinzip 
dieser  Extrakte  ist  noch  nicht  vollständig  geklärt.  Für  Hyperforin  wurden  vielfältige 
Wirkungsansätze  auf  zellulärer  Ebene  beschrieben.  Wie  bereits  angedeutet,  konnte  die 
ursprünglich angenommene MAO-Hemmung durch Johanniskraut nicht bestätigt werden 
und  wurde  auch  für  Hyperforin  nicht  gefunden  [229,  234,  236].  Dahingegen  wurden 
Johanniskraut-Extrakt  und  Hyperforin  als  potente  und  unselektive 
Wiederaufnahmehemmer  von  Dopamin,  Noradrenalin,  Serotonin  (5-HT),  γ-
Aminobuttersäure  (GABA)  und  L-Glutamat  charakterisiert.  Diese  Effekte  wurden  in 
synaptosomalen Präparationen, Neuronen und Astrozyten, aber auch in Peritonealzellen 
und  Thrombozyten  beobachtet  [229,  233,  234,  236-239].  Hyperforin  hat  dabei  einen 
maßgeblichen  Anteil  an  der  Gesamtwirkung,  ohne  jedoch  die  volle  Effektstärke  der 
Extrakte  reproduzieren  zu  können  [233,  234].  Die  Erhöhung  der Einleitung
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Neurotransmitterkonzentrationen im synaptischen Spalt wird noch durch die Hyperforin-
induzierte aktive Freisetzung von Aspartat, Glutamat und GABA verstärkt [240, 241]. 
Die breite und unselektive Wirkung von Hyperforin weist auf übergeordnete Mechanismen 
hin. Tatsächlich wurde eine Induktion des Na
+-Einstroms durch Hyperforin beobachtet, 
wodurch das für die Neurotransmittertransporter essentielle Na
+-Gefälle aufgehoben wird 
[237,  238].  Als  verantwortliche  Kanäle  wurden  in  PC12-Zellen  sowie  auch  in 
Thrombozyten  nicht-Selektive  Kation-Kanäle  (NSCCs)  identifiziert,  die  Hyperforin  in 





+-Austauscher oder SOCCs (Speicher-abhängiger Ca
2+-Kanäle) nicht 
involviert  sind  und  spannungsabhängige  Na
+-Kanäle  in  Hippocampus-Neuronen  sogar 
leicht  gehemmt  werden  [242,  243].  Zusätzlich  zu  einem  Na
+-Einstrom  resultiert  die 
Öffnung der Kanäle auch in einer Erhöhung des intrazellulären Ca
2+-Spiegels [240, 242, 
244].  Spannungs-  und  ligandenabhängige  Ca
2+-Kanäle  in  Hippocampus-Neuronen  und 
Purkinje-Fasern wiederum werden durch Hyperforin stark gehemmt [243, 245, 246]. Auch 
bezüglich  der  Neurotransmitter  zeigt  Hyperforin  ambivalente  Eigenschaften.  Der 
Erhöhung  der  synaptosomalen  Neurotransmitterkonzentration  steht  eine  Hemmung  von 
NMDA-,  AMPA-  und  GABA-  sowie  5-HT-Rezeptoren  in  Hippocampusneuronen  und 
Muskelzellen  des  Ileums  gegenüber  [233,  246].  Zudem  interferiert  Hyperforin  mit  β-
Adrenozeptoren, was allerdings nicht auf einer Internalisierung der Rezeptoren, sondern 
einer Behinderung in ihrer lateralen Mobilität beruht [229, 236, 247, 248]. Des Weiteren 
konnte eine Erhöhung der 5-HT2-Rezeptorendichte durch Johanniskrautextrakt festgestellt 
werden, die allerdings nicht mit dem Hyperforin-Gehalt korreliert werden konnte [229, 
236]. 
Die Beeinflussung der Rezeptormobilität könnte auf Veränderungen der Membranfluidität 
durch Hyperforin zurückgeführt werden, wie sie in in-vitro und in-vivo gezeigt wurde [249, 
250]. Störungen der Membranintegrität durch Hyperforin wurden auch im Zusammenhang 
mit der Minderung des pH-Gradienten an synaptosomalen Vesikeln  und der Absenkung 
des zytoplasmatischen pH-Werts beobachtet [240, 251, 252]. Daraus resultiert eine erhöhte 
Freisetzung  von  5-HT  aus  Synaptosomen  und  damit  eine  höhere  zytoplasmatische 
Konzentration, die der Wiederaufnahme von 5-HT zusätzlich entgegenwirken dürfte [252].
Ein weiterer Ansatz in der Erklärung der zellulären Wirkung von Hyperforin bezieht sich 
auf das Zytokin IL-6. Durch IL-6-knockout-Mäuse konnte gezeigt werden, dass IL-6 für 
die  Hyperforin-induzierten  Effekte  im  Forced-Swimming  Test  und  in  der 
Neurotransmitterfreisetzung  essentiell  ist  [253].  Mit  der  ebenfalls  beschriebenen Einleitung
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Hemmung  der  IL-6-Freisetzung  durch  Johanniskrautextrakte  und  Hyperforin  lässt  sich 
diese Beobachtung allerdings noch nicht in Zusammenhang bringen [254, 255]. 
Neben  einem  Einsatz  bei  depressiven  Verstimmungen  wird  die  Applikation  von 
Hyperforin  auch  bei  weiteren  neurologischen  Erkrankungen  oder  Zuständen  diskutiert. 
Zum einen könnte es die Behandlung von Alkoholismus erleichtern, da hier Ähnlichkeiten 
mit der Pathophysiologie von Depressionen bestehen. Tatsächlich war der Alkoholkonsum 
von  Mäusen  nach  Behandlung  mit  Hyperforin  reduziert  [256].  Zum  anderen  zeigte 
Hyperforin Anxiolyse und eine Erhöhung der kognitiven Leistungsfähigkeit im Tiermodell 
[233,  257].  Inwieweit  letzteres  allerdings  in  der  Behandlung  von  Demenzen  genutzt 
werden könnte, bleibt fraglich, da Hyperforin auch die Spaltung des Aβ-Vorläufer-Proteins 
(APP) und somit die Akkumulation von Aβ induziert [251].
1.2.4 Einsatz bei Entzündungen und Infektionen
Die Anwendung von Johanniskraut bei Entzündungen geht aus der traditionellen Medizin 
hervor  und  wurde  in  verschiedenen  Tiermodellen  belegt.  So  bewirkten 
Johanniskrautextrakte  bei  Carageen-induzierten  Ödemen,  Pleuritis-  und  Pankreatitis-
Modellen sowie im Multiplen Organversagen eine Linderung der Symptome [258-265]. 
Darüber hinaus zeigten sich die Extrakte auch in verschiedenen Schmerzmodellen effektiv 
[259,  261].  Hyperforin  scheint  auch  in  diesem  Wirkspektrum  eine  der 
hauptverantwortlichen  Komponenten  zu  sein.  So  hemmt  es  den  G  Protein-gekoppelten 
Einstrom  von  Ca
2+  und  die  Freisetzung  von  ROS  aus  polymorphkernigen  Leukozyten 
(PMNL) [266, 267]. Für den Extrakt konnte weiterhin eine reduzierte NO-Freisetzung auf 
Grund  einer  verminderten  iNOS-Expression  gefunden  werden,  allerdings  ist  nicht  klar, 
inwieweit  Hyperforin  an  diesem  Wirkprinzip  beteiligt  ist  [260,  265,  268].  Neben  den 
Radikalen  wird  die  Sezernierung  der  Leukozytenelastase  (LE)  durch  Hyperforin 
beeinträchtigt  [266,  269].  Da  LE  die  Aktivität  der  Matrix-Metalloprotease-9  triggert, 
könnte die verminderte LE-Ausschüttung mit der Hemmung der Migration von PMNL und 
T-Zellen  und  damit  reduzierten  Infiltration  in  entzündetes  Gewebe  im  Zusammenhang 
stehen [269, 270]. Die Viabilität von PMNL und T-Zellen wird dabei durch Hyperforin 
nicht beeinträchtigt, allerdings wird die Proliferation von T-Zellen unterdrückt [269, 271]. 
Die Enzyme der AA-Kaskade werden ebenfalls durch Hyperforin moduliert. Hyperforin 
agiert im unteren mikromolaren Konzentrationsbereich als dualer Inhibitor der 5-LO und Einleitung
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COX-1, schränkt aber nicht die Aktivität der COX-2 und 12-LO ein und hemmt nur leicht 
die 15-LO [272]. 
Interessanterweise besitzt Hyperforin zusätzlich zu den immunsuppressiven Eigenschaften 
auch  entzündungsförderndes  Potential.  In  intestinalen  Epithelzellen  erhöht  es  die 
Expression  des  Neutrophilen-Aktivators  IL-8  und  von  ICAM-1,  welches  für  die 
Rekrutierung  von  inflammatorischen  Zellen  verantwortlich  ist.  Beide  Effekte  sind 
abhängig  von  einer  Aktivierung  der  ERK-1/2  und  stehen  möglicherweise  mit  den 
gastrointestinalen Nebenwirkungen von Hyperforin in Beziehung [273]. 
Neben  den  antientzündlichen  kommt  auch  den  antiinfektiven  Eigenschaften  von 
Johanniskraut bzw. Hyperforin Bedeutung zu, wobei Hyperforin für die antimikrobiellen 
Effekte von Johanniskraut hauptverantwortlich ist und vor allem gegen grampositive (IC50
<  1  µM),  etwas  schwächer  aber  auch  gegen  gramnegative  Bakterien  sowie  gegen 
Plasmodium falciparum antibakteriell bzw. antiparasitär wirkt [274, 275].
1.2.5 Antitumorales Potential von Hyperforin
Der beobachtete proliferationshemmende Effekt von Hyperforin auf T-Lymphozyten legte 
die  Vermutung  nahe,  dass  Hyperforin  auch  in  anderen  Zelllinien  antiproliferative  oder 
apoptotische  Eigenschaften  aufweisen  könnte.  Dieser  Verdacht  wurde  in 
Mammakarzinom-,  Melanom-,  Leukämie-,  Plattenepithelkarzinom-,  Fibrosarkom-, 
Adenokarzinom-,  Neuroblastom-  und  Glioblastom-Zelllinien  sowie  in  leukämischen  B-
Zellen von Patienten mit chronisch-lymphatischer B-Zellleukämie (B-CLL) bestätigt [276-
279].  In  der  Mehrzahl  der  Zelllinien  sprechen  die  Ergebnisse  für  die  Stimulation  des 
intrinsischen Wegs der Apoptose, da die Freisetzung von Cytochrom C und die vorrangige 
Aktivierung der Caspasen-9 und -3 detektiert wurden, wobei ein alternativer Ablauf der 
Apoptose, wie in leukämischen K562 Zellen, nicht ausgeschlossen ist [276, 277]. 
Das primäre Target von Hyperforin konnte noch nicht identifiziert werden. Als zeitiges 
Ereignis  in  der  induzierten  Apoptose  wurden  die  Senkung  des  Membranpotentials  von 
Mitochondrien beobachtetet, was die Cytochrom C-Freisetzung ermöglicht [276]. Darüber 
hinaus  wird  die  Herunterregulierung  von  iNOS  als  ursächlich  diskutiert,  da  eine  NO-
vermittelte Hemmung der Caspase-3 dadurch aufgehoben werden könnte [279].  Weiterhin 
konnte eine Hemmung der Histon-Deacetylasen SIRT1 und SIRT2 nachgewiesen werden, 
die beide in proliferative Vorgänge involviert sind. Allerdings lagen die zur Blockade der Einleitung
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Histon-Deacetylasen  notwendigen  Hyperforin-IC50-Werte  10-  bis  20-fach  über  den 
proliferationshemmenden Konzentrationen [280].
Interessanterweise  zeigte  Hyperforin  in  normal  differenzierten  Pankreas-β-Zellen 
antiapoptotisches  Potential  und  verhinderte  durch  eine  Verminderung  der  iNOS-
Expression das Absterben dieser Zellen nach Stimulation mit IL-1β [281]. 
1.2.6 Nebenwirkungen und pharmakokinetische Interaktionen 
Der breite Einsatz von Johanniskrautpräparaten in der antidepressiven Therapie und die 
intensive Erforschung weiterer Applikationsmöglichkeiten sind nicht zuletzt auf die gute 
Verträglichkeit  der  Extrakte  zurückzuführen.  In  Studien  wurden  meist  leichte 
Nebenwirkungen  wie  gastrointestinale  Syndrome,  Übelkeit,  Schwindel  und  Müdigkeit 
verzeichnet.  Auch  die  bekannte  photosensibilisierende  Wirkung  tritt  nur  bei  hohen 
Hypericin-Konzentrationen und somit in der normalen antidepressiven Therapie nur selten 
auf [221, 225, 231]. 
Ein  Problem  stellen  allerdings  die  Cytochrom  P450  und  Efflux-Protein-vermittelten 
pharmakokinetischen  Interaktionen  dar.  Erste  Fallberichte  zu  Wechselwirkungen  mit 
Theophyllin, Cyclosporin, Warfarin und Kontrazeptiva erschienen 1998 – 2000 [282, 283]. 
In  folgenden  Studien  wurde  insbesondere  ein  Einfluss  von  Hyperforin  auf  Cyp3A4-
verstoffwechselte Arzneistoffe beschrieben [284, 285]. 
Cyp3A4,  welches  70%  aller  Xenobiotika  metabolisiert,  stellt  das  wichtigste  Phase-I-
Enzym  in  der  Arzneistoff-Biotransformation  dar.  30%  aller  hepatischen  und  70%  aller 
intestinalen Cytochrom-P450-Enzyme gehören zu dieser Familie [286]. Hyperforinhaltige 
Johanniskrautextrakte und Hyperforin erhöhen in der Langzeitgabe die Expression dieses 
Metabolisierungsenzyms  in  der  Leber  und  in  intestinalem  Gewebe,  was  vor  allem  zur 
Beeinträchtigung der Bioverfügbarkeit führt [287-290]. Diese Induktion scheint allein auf 
Hyperforin  zurückzuführen  zu  sein  [291-294],  welches  durch  direkte  Bindung  an  den 
Pregnan-X-Rezeptor  (PXR)  dessen  Translokation  an  die  entsprechenden  Response-
Elemente triggert [295]. Darüber hinaus wird die Expression von Cyp2C9 und Cyp2E1 
erhöht, während Cyp1A2 und Cyp2D6 nicht induziert werden [288-290]. Die Induktion 
von  Cyp2C9  bestätigt  somit  die  beobachteten  Wechselwirkungen  mit  Warfarin  [296], 
während Cyp2E1 mit der Bildung von ROS im Zusammenhang stehen könnte [289].
Die  vermutete  Interaktion  mit  Theophyllin  geht  auf  einen  einzelnen  Fallbericht  einer 
Raucherin  zurück,  die  neben  Johanniskraut  mit  11  weiteren  Medikamenten  therapiert Einleitung
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wurde [297]. Obwohl in ihrem Fall eine deutliche Korrelation der Wechselwirkung mit der 
Johanniskraut-Einnahme hergestellt wurde, konnte in weiteren Studien eine Induktion des 
theophyllinmetabolisierenden  Enzyms  Cyp1A2  nicht  gezeigt  werden,  was  eine  direkte 
Interaktion  mit  Cyp1A2-verstoffwechselten  Arzneistoffen  unwahrscheinlich  erscheinen 
lässt [288-290]. 
Neben  der  Induktion  der  Cyp-Enzyme  führt  die  Langzeit-Gabe  von  Johanniskraut-
Präparaten auch zu einer verstärkten Expression von p-Glykoprotein (p-GP) [287, 298-
301], welches ebenfalls PXR-vermittelt transkribiert wird [286]. Daraus resultierte eine um 
18  –  25%  verminderte  Digoxin-AUC  bei  gleichzeitiger  Applikation  [287,  298].  Die 
Induktion  des  Efflux-Proteins  ist  erneut  hauptsächlich  auf  Hyperforin  zurückzuführen 
[301, 302], wobei hier auch ein Einfluss von Hypericin nicht ausgeschlossen ist [299].
Sowohl verschiedene Cyp-Enzyme, als auch p-GP werden nach kurzzeitiger initialer Gabe 
von  Johanniskrautextrakten,  Hyperforin  und  weiteren  Komponenten  (Hypericin, 
Flavonoide) gehemmt, diese Effekte verlieren jedoch in der Langzeitgabe ihre Relevanz 
[290, 303-308].
Die spezifische Korrelation der Wechselwirkungen von Johanniskraut mit der Hyperforin-
Konzentration  legt  zumindest  in  der  antidepressiven  Therapie  eine  Anwendung  von 
hyperforinfreien Präparaten nahe, denen eine antidepressive Wirkung und ein vermindertes 
Interaktionspotential nachgewiesen wurde [293, 309]. Einleitung
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1.3 Ziel der Arbeit
Basierend auf den Ergebnissen der Doktorarbeiten von Dr. Dana Albert und Dr. Christian 
Feisst zur Modulation von Entzündungskaskaden durch Hyperforin sollte in dieser Arbeit 
eine mögliche Interaktion des Acylphloroglucinols mit der cPLA2 eruiert werden. Die in 
diesen Arbeiten untersuchte Inhibition der G Protein-gekoppelten Freisetzung von Ca
2+, 
reaktiven Sauerstoffradikalen und Leukozytenelastase und Hemmung der 5-LO- und COX-
1-Aktivitäten  sowie  die  aus  der  Literatur  bekannte  Unterdrückung  der  T-
Lymphozytenproliferation  wiesen  auf  ein  breites  antiinflammatorisches  Wirkspektrum 
Hyperforins hin [266, 271, 272, 310]. Insbesondere auf Grund der Inhibition der 5-LO in 
polymorphkernigen Leukozyten (PMNL) mit IC50-Werten von 1 bis 2 µM [272] wurde 
eine  Modulation  der  strukturell  ähnlichen  cPLA2  vermutet.  Der  Hemmung  der  5-LO-
Aktivität liegt die Assoziation Hyperforins an die PC-Bindestelle der C2-ähnliche Domäne 
des Enzyms zugrunde [310], daher lag die Vermutung der Beeinträchtigung anderer C2-
Domänen-Enzyme nahe. Darüber hinaus weist die 5-LO Ähnlichkeiten in der Regulation 
auf, in dem sie analog zur cPLA2 durch Ca
2+ und MAPK aktiviert werden kann [311]. Ein 
weiterer  Hinweis  auf  eine  mögliche  Beeinflussung  der  cPLA2  ergab  sich  aus  der 
anfänglichen Untersuchung der Hyperforineffekte auf die 12-LO in Thrombozyten (Dr. 
Christian  Feisst),  die  eine  verstärkte  12-H(P)ETE-Produktion  in  Abwesenheit  von  AA 
ergab.
In dieser Arbeit sollte somit die Wirkung des Hyperforins auf die cPLA2 in PMNL und 
Thrombozyten  und  der  zu  Grunde  liegende  Mechanismus  evaluiert  werden.  Mögliche 
Interaktionen  mit  der  Signalkaskade  sowie  direkte  Wechselwirkungen  mit  dem  Enzym 
aber auch Einflüsse Hyperforins auf Lipid-Enzyminteraktionen waren dabei von Interesse.Material und Methoden
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2 Material und Methoden
2.1 Material
Hyperforin, O-Methylhyperforin und pVL1393 cPLA2-Plasmid wurden von der Schwabe 
AG  (Karlsruhe,  Deutschland),  Luisella  Verotta  and  Dr.  Wonhwa  Cho  zur  Verfügung 
gestellt. Bromoenollacton (BEL), Calcium Ionophor A23187, Ceramide-1-phosphat (aus 
Rinderhirn),  Cholesterol,  1,2-Dipalmitoyl-sn-glycero-3-phosphatidylcholin  (DPPC),  1,2-
Dipalmitoylphosphatidylinositol-4,5-diphosphat  (PIP2),  Fötales  Kälberserum  (FCS), 
formyl-Methionyl-Leucyl-Phenylanalin  (fMLP),  γ-Linolensäure,  N-Hexanoyl-D-
sphingosin  (C6-Ceramid),  KN-62,  N-Palmitoyl-D-sphingomyelin  (SM),  Phorbol-12-
Myristat-13-Acetat  (PMA),  Pyridin,  Soja-Trypsin-Inhibitor  (STI),  Thapsigargin, 
Thrombin,  und  U0126  wurden  von  Sigma  (Deisenhofen,  Deutschland),  6-Dodecanoyl-
N,N-dimethyl-2-naphthylamin  (Laurdan),  Nordihydroguairetische  Säure  (NDGA),
Phenylmethylsulfonylfluorid (PMSF) und Triton-X-100 von Fluka und  Acetylsalicylsäure 
(ASS),  p-Anisidiumchlorid,  1-Ethyl-3-(3-dimethyl-aminopropyl)carbodiimid  (EDC), 
Leupeptin,  Methanol,  Trifluoressigsäure  und  Trypanblau  von  Merck  (Darmstadt, 
Deutschland)  bezogen.  1,2-bis(2-aminophenoxy)-ethan-N,N,N',N'-tetraessigsäure-
Acetomethylester (BAPTA/AM), Fura-2/AM und SB203580 waren von Alexis (Lörrach, 
Deutschland),  Dithiothreitol  (DTT)  und  Glycerol  von  Applichem  (Darmstadt, 
Deutschland)  und  cPLA2α-Inhibitor  von  Calbiochem  (Gibbstone,  USA).  1-Palmitoyl-2-
arachidonoyl-sn-glycero-3-phosphatidylcholin  (PAPC),  1-Palmitoyl-2-arachidonoyl-sn-
glycero-3-phosphatidylethanolamin (PAPE), 1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycerol (POG) und 
1-Palmitoyl(D31)-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphatidylcholin  ((D31)POPC)  stammten  von 
Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA). Antikörper wurden von Cell Signaling Technology 
(Denvers, USA – cPLA2, P-cPLA2, P-p38, P-Mnk1, P-CaMKII, ERK, Histag) und Santa 
Cruz  (Heidelberg,  Deutschland  –  cPLA2,  Mnk1,  p38,  CaMKII)  erhalten.  Bac-to-Bac 
Baculovirus Expressionssystem sowie Sf-900 II SFM Medium stammten von Invitrogen 
(Karlsruhe, Deutschland), Lymphoprep und Penicillin/Streptomycin (Pen/Strep) von PAA 
(Pasching,  Österreich),  Phosphatgepufferte  Salzlösung  (PBS)  von  Serva  (Heidelberg, 
Deutschland), Blocking Puffer und IRDye® sekundärer Antikörper von LI-COR (Lincoln, 
USA),  Precision  Plus  Protein  All  Blue  Marker  von  Biorad,  [
3H]-Arachidonsäure  von 
Biotrend (Köln, Deutschland) und Ni
+-NTA-Agarose von Qiagen (Hilden, Deutschland).Material und Methoden
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2.2 Aufreinigung primärer Zellen
2.2.1 PMNL
PMNL wurden aus Leukozytenkonzentraten (Buffy coats) aus dem Blut gesunder Spender 
(Markus  Krankenhaus  Frankfurt/Main  und  Städtische  Kliniken  Frankfurt/Main-Höchst) 
gewonnen. Die Blutkonzentrate wurden vereinigt und mit 20%-iger Dextran-Lösung (5% 
Dextran  in  PBS)  versetzt.  Nach  Sedimentation  der  Erythrozytenaggregate  wurde  der 
Überstand  auf  Lymphozytenseparationsmedium  geschichtet  und  durch  10-minütige 
Zentrifugation bei 800xg (Raumtemperatur, ohne Bremse) in verschiedene Zellfraktionen 
aufgetrennt.  Die  im  Pellet  befindlichen  PMNL  wurden  weiterhin  zur  Lyse  noch 
vorhandener Erythrozyten mit eiskaltem Wasser behandelt und anschließend mit PBS pH 
7,4 gewaschen.
2.2.2 Thrombozyten
Thrombozyten  wurden  ebenfalls  aus  Leukozytenkonzentraten  isoliert.  Bei  der 
Aufarbeitung  von  Buffy  coats  wurden  Thrombozyten  aus  dem  Überstand  nach  der 
Dichtefraktionierung  durch  Zentrifugation  bei  800xg  gewonnen  und  mit  PBS  pH  5,9 
gewaschen.  Zur  Gewinnung  von  thrombozytenreichem  Plasma  (PRP)  wurden  frische 
Vollblutspenden  gesunder  Spender  zur  Abtrennung  sonstiger  Blutzellen  bei  800xg 
zentrifugiert.
2.3 Zellkultur 
2.3.1 MM6-Zellen (differenzierte, monozytäre Zellen)
Mono  Mac  6  (MM6)  Zellen  wurden  von  Dr.  H.  W.  Ziegler-Heitbrock,  München,  zur 
Verfügung  gestellt  und  in  RPMI  1640  Medium  kultiviert,  welches  mit  10% 
hitzeinaktiviertem  fetalem  Kälberserum  (FCS),  100  Units/ml  Penicillin,  100  µg/ml 
Streptomycin, 1 mM Natriumpyruvat, nicht essentiellen Aminosäuren, 10 µg/ml Insulin 
und 1 mM Oxalacetat supplementiert wurde. Zur Differenzierung der Zellen wurden diese Material und Methoden
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4 Tage vor der Durchführung der Aktivitätsassays mit 2 ng/ml TGFβ und 50 nM Calcitriol 
behandelt.
2.3.2 Sf9-Zellen
Sf(Spodoptera frugiperda)9 Insektenzellen wurden von Prof. J. Z. Häggström, Stockholm, 
zur Verfügung  gestellt. Die Kultivierung erfolgte bei 27°C in Spinnerflaschen  (Bellco) 
unter ständigem Rühren in Sf-900 II SFM Medium, ergänzt mit 10% FCS (Sigma), 100 
Units/ml Penicillin und 100 µg/ml Streptomycin. 
2.4 12-Lipoxygenase-Aktivitäts-Assays
2.4.1 In intakten Zellen
Frisch isolierte Thrombozyten (10
8 in 1 ml) wurden in PBS pH 7,4 suspendiert und mit 1 
mM Ethylendiamintetraessigsäure (EDTA) plus 30 µM BAPTA/AM bzw. mit 1 mM 
CaCl2 supplementiert. Inhibitoren wurden 15 min vor Reaktionsstart hinzugefügt und die 
Zellsuspensionen wurden für 10 min bei 37°C mit den entsprechenden Stimuli inkubiert. 
Durch Zugabe von 1 ml Methanol wurden die Reaktionen abgestoppt. Zur Aufreinigung 
der freigesetzte 12-H(P)ETE über C18-Säulen (UCT clean-up® CEC 1811Z) wurden die 
Proben mit 30 µl 1 N HCl, 500 µl PBS pH 7,4 und 200 ng PGB1 (interner Standard) 
versetzt. Nach Equilibrierung der Säulen mit 1 ml Methanol und 1 ml Wasser wurden die 
Proben aufgegeben und die gebundenen Säuren mit 1 ml Wasser und 1 ml 25%-igem 
Methanol gewaschen. Die Elution erfolgte mit 300 µl Methanol. Die Proben wurden 
weiterhin mit 120 µl Wasser versetzt und mittels HPLC vermessen. Verwendet wurden 
hierfür eine Novapak C-18 Radial-Pak Säule (Waters) und 76%-iges Methanol-Wasser-
Gemisch mit 0,007% (V/V) Trifluoressigsäure als Fließmittel. Flussrate und 
Injektionsvolumen waren 1,2 ml/min und 100 µl, detektiert wurde bei 280 (PGB1) und 235 




8 frisch isolierte Thrombozyten wurden in 1 ml PBS pH 7,4 suspendiert und mit 1 mM 
EDTA sowie den Proteaseinhibitoren Leupeptin (10 µg/ml), STI (60 µg/ml) und PMSF (1 
mM) versetzt und mittels Ultraschall (Bandelin Sonoplus HD200) lysiert. 1 ml des Lysates 
oder des Überstands nach Zentrifugation bei 100.000xg (für 70 min bei 4°C) wurden für 
die Inkubationen verwendet. Diese starteten nach Zugabe von 2 mM CaCl2 und 10 µM AA 
und wurden nach 10 min mit 1 ml Methanol abgestoppt. Die Aufarbeitung erfolgte analog 
der Detektion von 12-H(P)ETE aus intakten Zellen.
2.5 cPLA2-Aktivitätsassay in intakten Zellen und Zelllysaten
2.5.1 Freisetzung von [
3H]-AA aus intakten Zellen
Zur  Bestimmung  freigesetzter  [
3H]-AA  aus  Thrombozyten  wurde  thrombozytenreiches 
Plasma verwendet. Zur Vermessung von PMNL und MM6 wurden jeweils 10
7 bzw. 3x10
6
Zellen pro Inkubation in RPMI-Medium suspendiert. Thrombozytenreiches Plasma (mit 
200  µM  Acetylsalicylsäure  behandelt)  wurde  mit  1  µCi/ml  und  die  Zellsuspensionen 
jeweils mit 0,2 µCi/ml [
3H]-AA versetzt und für 2 h bei 37°C und 5% CO2 inkubiert. 
Beladene Thrombozyten wurden anschließend mit Tyrodes-Puffer (PBS pH 5,9, 1 mM 
MgCl2, 11,5 mM NaHCO3, 1 g/l Glucose, 1 mg/ml fettsäurenfreiem Rinderserumalbumin 
(FAF-BSA)) und PMNL bzw. MM6 mit PBS pH 7,4 plus 1 mg/ml FAF-BSA gewaschen. 
Thrombozyten wurden vor dem Start der Inkubation auf  37°C erwärmt, um eine vorzeitige 
Aktivierung  durch  Kälte  zu  verhindern.  [312]  Zu  den  Proben  wurden  je  nach 
Inkubationsbedingungen  30  min  vor  Reaktionsstart  1  mM  EDTA  und  30  µM  BAPTA 
gegeben.  Inhibitoren  wurden  15  min  und  1  mM  CaCl2  5  min  vor  der  Inkubation 
hinzugefügt. Durch Zugabe der Stimuli wurde die Reaktion gestartet und nach 5 min bei 
37°C  auf  Eis  abgestoppt.  Zellüberstände  mit  freigesetzten  radioaktiven  Metaboliten 
wurden durch Zentrifugation bei 4000xg (Thrombozyten) bzw. 200xg (MM6 und PMNL) 
von  den  Zellen  getrennt  und  zu  Szintillisationszähler-Lösung  (LSC-Lösung,  Optisafe 
‚HiSafe 3’, PerkinElmer) gegeben. Die Zahl der Zerfälle pro Minute und damit die Menge 
an  freigesetzter  [
3H]-AA  bzw.  deren  Metabolite  wurde  in  einem  Wallac  1409 Material und Methoden
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Szintillationszähler  (PerkinElmer  Life  and  Analytical  Sciences,  Monza,  Italien) 
quantifiziert.
2.5.2 Bestimmung der AA-Freisetzung aus intakten Zellen mittels 
HPLC
Pro Inkubation wurden 3×10
7 PMNL bzw. 3x10
8 Thrombozyten in 1 ml PBS pH 7,4 plus 1 
g/l Glucose suspendiert und mit 5 µM BEL und 1 mM DTT versetzt. COX-1 und 12-LO in 
Thrombozyten wurden mit 200 µM ASS und 50 µM NDGA und 5-LO in PMNL mit 300 
nM BW4AC gehemmt.
30 min bzw. 15 min vor dem Inkubationsstart wurden die Proben mit 1 mM EDTA und 30 
µM BAPTA bzw. den entsprechenden Inhibitoren versetzt. Die Zugabe von 1 mM CaCl2
erfolgte  5  min  vor  der  Zellstimulation  mit  den  jeweiligen  Reagenzien  und  der 
anschließenden 10-minütigen Inkubation bei 37°C. Mit 4 ml Methanol wurden die Proben 
abgestoppt und für die weitere Aufarbeitung mit 1 nmol γ-Linolensäure, 100 µl 1 N HCl 
und 4 ml PBS versetzt. Nach Zentrifugation bei 944xg wurden die Überstände über C18-
Säulen (UCT clean-up® CEC 1811Z) aufgereinigt. Die Equilibrierung der Säulen vor der 
Probenaufgabe erfolgte mit 1 ml Methanol und 1 ml PBS pH 3 und nach der Bindung der 
Probensubstanzen  an  die  Säule  wurden  diese  mit  1  ml  Wasser  und  1  ml  70%-igen 
Methanol gewaschen und mit 1 ml Methanol eluiert. Das Eluat wurde, mit 750 µM p-
Anisidiumchlorid,  4,7  mM  1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimid (EDC)  und 
0,056% Pyridin versehen, 1 h bei 37°C inkubiert und anschließend mit 900 µl Wasser 
versetzt  und  erneut  über  C18-Säulen  (UCT  clean-up®  CEC  1811Z)  gegeben.  Diese 
wurden zuvor mit 1 ml Methanol und 1 ml Wasser equilibriert und nach Probenaufgabe 
mit 1 ml 50%-igem Methanol pH 2,75 und 1 ml 50%-igem Methanol gewaschen. Die in 
300 µl eluierten Fettsäuren wurden nach Zugabe von 60 µl Wasser mittels HPLC über eine 
Novapak  C-18  Radial-Pak  Säule  (Waters)  aufgetrennt  und  bei  249  nm  detektiert.  Als 
Fließmittel  diente  85%-iger  Methanol  mit  0,007%  Trifluoressigsäure,  das  in  einem 
geradlinigen  Gradienten  gegen  100%iges  Methanol  mit  0,007%  Trifluoressigsäure 
ausgetauscht wurde.Material und Methoden
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2.5.3 Bestimmung der AA-Freisetzung in Zellhomogenaten
3x10
7   PMNL bzw. 3x10
8 Thrombozyten wurden in 500 µl Lyse-Puffer (20 mM Tris pH 
8,8, 134 mM NaCl, 1 mM EDTA bzw. EGTA, Leupeptin (10 µg/ml) und STI (60 µg/ml)) 
mittels Ultraschall (Bandelin Sonoplus HD200) homogenisiert und nach Zugabe von 5 µM 
BEL, 1 mM DTT, 200 µM ASS (Thrombozyten), 50 µM NDGA (Thrombozyten) und 300 
nM BW4AC (PMNL) sowie entsprechenden Inhibitoren 15 min vor der Inkubation wurden 
die Lysate für 60 min in Anwesenheit der jeweils angegeben Konzentration an Ca
2+ bei 
37°C stimuliert. Nach Abstoppen mit 4 ml Methanol wurden die Proben entsprechend der 




8  frisch  isolierte  Thrombozyten  wurden  mit  2  µM  Fura-2/AM  für  30  min  bei  37°C 
inkubiert. Überschüssiges Fura-2/AM wurde anschließend durch Waschen entfernt und die 
Zellen wurden in 1 ml PBS pH 7,4 resuspendiert. Nach Zugabe von 1 mM Ca
2+ oder 1 mM 
EDTA  und  30  µM  BAPTA  erfolgte  die  Messung  bei  37°C  im  Spectrofluorometer 
(Aminco-Bowman  series  2).  15  min  vor  dem  Start  der  Messung  wurde  Hyperforin 
zugesetzt  und  nach  Erhalt  der  Basislinie  für  20  Sekunden  der  entsprechende  Stimulus 
zugegeben. Zur Ermittlung der maximalen Fluoreszenz wurden die Zellen in Gegenwart 
von 1 mM Ca
2+ mit 1% Triton-X-100 lysiert und die minimalen Werte ergaben sich aus 
den Kurven nach der Zugabe von 10 mM EDTA. Gemessen wurde die Emission bei 510 
nm während der abwechselnden Anregung der Proben bei 340 (Ca
2+-gebundenes Fura-2) 
und 380 nm (ungebundenes Fura-2). Aus den resultierenden Kurven, den Maxima und 
Minima  konnte  der  intrazelluläre  Ca
2+-Spiegel  entsprechend  der  Methode  von 
Grynkiewicz et al [313] bestimmt werden. Material und Methoden
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2.7 Translokation der cPLA2
2.7.1 In intakten Thrombozyten
3x10
8  Thrombozyten  wurden  nach  15-minütiger  Vorbehandlung  mit  entsprechenden 
Inhibitoren mit den angegebenen Stimuli in 300 µl Translokationspuffer (134 mM NaCl, 
15 mM Tris-HCl pH 7,6, 1 g/l Glucose, 1 mM EDTA plus 30 µM BAPTA (30 min vor der 
Stimulation) oder 2 mM CaCl2) für 5 min bei 37°C inkubiert und auf Eis abgestoppt. Die 
Zellen  wurden  bei  1000xg  abzentrifugiert,  in  Translokationspuffer  mit  10  µg/ml 
Leupeptin,  60  µg/ml  STI  und  1  mM  PMSF  resuspendiert  und  durch  Einfrier/Auftau-
Prozesse in flüssigem N2 und im Wasserbad (37°C) lysiert. Nach der Zentrifugation bei 
100.000xg  für  35  min  wurden  Überstand  und  in  Translokationspuffer  resuspendiertes 
Membranpellet mit Ladepuffer (225 mM Tris pH 6,8, 4,5 mM EDTA, 45% Glycerol, 9% 
SDS,  0,045%  Bromphenolblau  und  10%  β-Mercaptoethanol)  versetzt,  6  min  bei  95°C 
gekocht und mittels SDS-Gelelektrophorese und Western Blot näher untersucht.
2.7.2 In Thrombozytenhomogenaten
3x10
8 Thrombozyten wurden in 300 µl Translokationspuffer (134 mM NaCl, 15 mM Tris-
HCl pH 7,6, 1 g/l Glucose, 1 mM EDTA, 10 µg/ml Leupeptin und 60 µg/ml STI) mittels 
Ultraschall (Bandelin Sonoplus HD200) lysiert und nach Zugabe der Inhibitoren (15 min 
vorher) sowie von 2 mM CaCl2 für 60 min bei 37°C inkubiert. Nach der anschließenden 
Zentrifugation bei 100.000xg für 35 min bei 4°C wurde der Überstand vom Pellet getrennt, 
das  Pellet  in  Translokationspuffer  resuspendiert  und  Teile  beider  Fraktionen  mit 
Ladepuffer  (225  mM  Tris  pH  6,8,  4,5  mM  EDTA,  45%  Glycerol,  9%  SDS,  0,045% 
Bromphenolblau und 10% β-Mercaptoethanol) versetzt und bei 95°C für 6 min gekocht. 
2.8 Untersuchung der Phosphorylierung der cPLA2, p38MAPK, 
ERK-1/2, Mnk1 und CaMKII in intakten Zellen
10
7 PMNL bzw. 10
8 Thrombozyten wurden in 100 µl PBS pH 7,4 plus 1 g/l Glucose mit 1 
mM EDTA plus 30 µM BAPTA für 30 min vorbehandelt oder mit 1 mM CaCl2 versetzt 
und mit den entsprechendend Inhibitoren für 15 min inkubiert. Nach Zugabe der Stimuli Material und Methoden
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wurden die Zellen für 5 min bei 37°C aktiviert, mit 25 µl Ladepuffer (225 mM Tris pH 6,8, 
4,5  mM  EDTA,  45%  Glycerol,  9%  SDS,  0,045%  Bromphenolblau  und  10%β-
Mercaptoethanol) abgestoppt und bei 95°C für 6 min gekocht. 
2.9 SDS-PAGE, Western Blot, Coomassie-Färbung
Jeweils  mit  Ladepuffer  versehene  Proben  wurden  mittels  Natriumdodecylsulfat(SDS)-
Polyacrylamid-Gelelektrophorese(PAGE)  untersucht.  Für  die  spezifische  Analyse 
einzelner  Proteine  wurden  diese  durch  Elektroblotting  aus  dem  Gel  auf 
Nitrozellulosemembranen übertragen und nach dem Blocken mit Odyssey Blocking Buffer 
für  1  h  über  Nacht  mit  primären  Antikörpern  inkubiert.  Die  Membranen  wurden  zur 
Entfernung von überschüssigem Primär-Antikörper mit PBS gewaschen und mit IRDye® 
sekundärem  Antikörper  in  Odyssey  Blocking  Buffer  für  45  min  inkubiert  und  nach 
erneutem  Waschen  im  Infrarot-Scanner  (Odyssey  Infrared  Imaging  System,  LI-COR 
Corporate Offices, Lincoln USA) analysiert.
Für  Coomassie-Färbungen  wurden  die  Proteine  durch  Behandlung  mit  20%-iger 
Trichloressigsäure für 30 min im Gel fixiert und durch anschließendes Schwenken in 10% 
Essigsäure,  50%  Methanol  und  0,1%  Coomassie  G-25  angefärbt.  Zur  Entfärbung  des 
Hintergrunds wurde eine Lösung aus 10% Essigsäure und 20% Methanol verwendet.
2.10 Überexpression und Aufreinigung der cPLA2
2.10.1 Herstellung des Baculovirus
Die Überexpression der cPLA2 erfolgte analog dem Bac-to-Bac
® Baculovirus Expression 
System Handbuch (Version D, 6. April 2004) von Invitrogen. 
Humane  cPLA2  DNA-Sequenz  wurde  aus  pVL1393  Plasmid  über  Not  I  und  Bgl  II 
Schnittstellen  ausgeschnitten  und  mit  Hilfe  eines  Primerpaars  mit    Bgl  II-  und  Pst  I-
Überhang über die Schnittstellen für Not I und Pst I in den pFastBac
TM HT A Vektor 
einkloniert  (Abb.  2.1).  5’-wärts  der  eingefügten  cPLA2-Sequenz  befanden  sich  im 
pFastBac
TM  HT  A  Vektor  somit  die  Sequenzen  für  eine  Tabakätzvirus  (Tobacco  Etch 
Virus (TEV))-Protease-Schnittstelle, für einen 6-fach His-Tag sowie des für Expressionen 
in  Insektenzellen  gut  geeigneten  Polyhedrin-Promoters  (PPh).  Der  rekombinante Material und Methoden
42
pVL1393
Not  Bgl  cPLA2α
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Abb. 2.1 Herstellung des Baculovirusbacmids 
pFastBac
TM HT A Vektor wurde in MAX Efficiency
® DH10Bac
TM E. coli transformiert, in 
denen  das  von  den  entsprechenden  Tn7-Schnittstellen  flankierte  cPLA2-Plasmid  unter 
Zerstörung  der  LacZα-Gens  in  die  mini-attTn7  Sequenz  transponierte  (Abb.  2.1).  Aus 
durch Blau-Weiß-Selektion identifizierten E. coli wurde die rekombinante Bacmid-DNA 
isoliert und der Einbau des vollständigen Klonierungsproduktes über Polymerase-Ketten-Material und Methoden
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Abb. 2.2 Aufreinigung der cPLA2
Coomassie-Gel einer typischen Aufreinigung mit jeweils 0,1% (S100 und FT) bzw. 0,4% 
(W1/2/3/6, E, D) der Fraktionen 
 S100 = Zelllysat nach Zentrifugation bei 100.000 g; FT = Durchfluss nach Bindung an Ni
+-NTA; 
W1/2/3/6 = Waschfraktionen 1 bis 3 und 6 (letzte), E = Eluat; D = Dialysat nach Über-Nacht-








Reaktion  (PCR)-Analyse  der  eingebauten  Sequenz  bestätigt.  Mit  Hilfe  von  Cellfectin
®
Reagenz wurde die rekombinante Bacmid-DNA in frisch ausgesäte Sf9-Zellen (5×10
5/2 ml 
Sf-900 II SFM plus Penicillin und Streptomycin) transfiziert (Inkubation für 5 h bei 27°C). 
Nach anschließendem Mediumwechsel wurden die Zellen für 72 h bei 27°C inkubiert. Die 
Zellen  wurden  geerntet  und  durch  Zentrifugation  bei  1300xg  abgetrennt.  1  ml  des 
Überstands mit gebildetem Baculovirus wurde zur Amplifikation zu 100 ml Sf9-Zellkultur 
(5x10
5 /ml) gegeben und für 5 Tage bei 27°C inkubiert. Der nach Ernte und Zentrifugation 
gewonnene Überstand wurde für Infektionen von Sf9 Zellen zur Proteinexpression genutzt.
2.10.2 Überexpression und Aufreinigung der cPLA2
Zur Überexpression der His-Tag-cPLA2 wurden Sf9-Zellen (5x10
5/ml, Viabilität > 95%) 
72  h  vor  der  Ernte  mit  rekombinantem  Baculovirus  infiziert.  Nach  Ablauf  dieser 
Inkubationszeit wurden die Zellen bei 340xg abzentrifugiert und in 5 ml Na3PO4-Puffer 
(50 mM NaH2PO4 pH 8, 300 mM NaCl, 10% Glycerol, 1 mM EDTA, 10 µg/ml Leupeptin 
und  60  µg/ml  STI)  durch  Ultraschall  (Bandelin  Sonoplus  HD200)  lysiert.  Die  Lysate 
S100 FT W1 W2 W3 W6 E D M Mr (kD)Material und Methoden
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wurden  durch  Zentrifugation  (100.000xg,  70  min,  4  °C)  von  unlöslichen  Bestandteilen 
gereinigt und für 1 – 2 h bei 4°C in Gegenwart von 2 mM MgSO4 (zum Binden des 
EDTA) und 10 mM Imidazol mit 100 µl 50%-iger Ni
+-NTA-Agarose (in PBS) geschüttelt. 
Anschließend wurde die Suspension in eine leere Säule gegeben und nach dem Ablaufen 
des Zelllysats mit Na3PO4-Puffer plus 20 mM Imidazol gewaschen. Die Elution der His-
Tag-cPLA2  erfolgte  mit  6-fachem  Säulenvolumen  an  Na3PO4-Puffer  plus  150  mM 
Imidazol. Zur Umpufferung des aufgereinigten Proteins in TGN-Puffer (10 mM Tris-HCl 
pH 8, 300 mM NaCl, 20% Glycerol) wurde das Eluat über Nacht dialysiert. 
Die  Proteinmenge  wurde  mit  der  BCA-Methode  gegen  bovines  Serumalbumin  (BSA) 
bestimmt.  10  µl  Probe  wurden  mit  200  µl  BCA-Reagenz  versetzt  und  nach  30  min 
Inkubation bei 37°C UV-metrisch ausgewertet. Bei einer Aufreinigung aus 400 ml Kultur 
konnten durchschnittlich 700 bis 1000 µg/ml cPLA2 gewonnen werden. Bei –70 °C waren 
die Enzymlösungen für mindestens 3 Monate ohne Aktivitätsverlust lagerbar. 
Ein Coomassie-Gel einer typischen Aufreinigung ist in Abbildung 2.2 dargestellt.
2.11 Liposomen- und Mizellenherstellung
2.11.1 Herstellung von Liposomen und Mizellen
Zur Herstellung multilamellarer Vesikel (MLV) wurden die Lipide in Chloroform gelöst 
und je nach gewünschter Zusammensetzung in Reagenzgläsern miteinander vermischt. Bei 
der  Einlagerung  von  Hyperforin  während  der  Liposomenherstellung  wurde  auch 
Hyperforin frisch in Chloroform gelöst (1 mg/ml) und zu den anderen Lipiden gegeben. 
Die eingesetzte Hyperforinmenge entsprach dabei der erforderlichen Stoffmenge für eine 
Konzentration von 1, 3, 10 oder 30 µM in 200 µl Reaktionsvolumen. 
Unter N2-Dampf wurde bei ständiger Rotation der Gläser das Chloroform abgedampft und 
der Lipidkuchen anschließend in wässrigem Puffer wieder resuspendiert. Dieser Prozess 
konnte durch 3-  bis 5-maliges Einfrieren (flüssiger N2) und Auftauen (Wasserbad, 37°C) 
unterstützt werden.
Für die Gewinnung von großen unilamellaren Vesikeln (LUVs) wurden MLVs in 
Liposomen-Puffer (134 mM NaCl und 20 mM Tris-HCl pH 7,4) gebildet und anschließend 
durch 11-malige Extrusion durch Polycarbonatmembranen mit 100 nM Porendurchmesser Material und Methoden
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(Mini-Extruder und Membranen von Avanti Polar Lipids (Alabaster, USA)) aufgebrochen 
und zu unilamellaren Liposomen umgeformt [314, 315].
Triton-X-100-Mizellen  hingegen  wurden  aus  MLVs  hergestellt,  die  in  Mizellen-Puffer 
(150 mM NaCl, 80 mM HEPES pH 7,4 und 1 mM DTT) erzeugt wurden. Die fertigen 
Mizellenlösungen  wurden  mit  Triton-X-100  in  4-fachem  Überschuß,  bezogen  auf  die 
Lipidkonzentration,  versehen  und  einige  Minuten  bei  37°C  inkubiert.  Eine  deutliche 
Reduktion der Trübung der Suspensionen war zu beobachten [316]. 
Für die Messung der Bindung der cPLA2 an Liposomen wurden MLVs verwendet, die in 
Liposomen-Puffer plus 1 g/l Glucose gebildet wurden. 
Die  verwendete  absolute  Lipidmenge  lag  bei  50  nmol  für  Aktivitätsassays  und  die 
Dichtemessung und 100 nmol für die Messung der cPLA2-Bindung an Liposomen. Daraus 
resultierten Konzentrationen von 250 bzw. 500 µM im Inkubationsvolumen von 200 µl. 
2.11.2 Vesikelgrößenmessung
Für die Vermessung der Vesikelgröße wurden LUVs wie beschrieben hergestellt und durch 
Photonen-Korrelations-Spektroskopie  bei  Raumtemperatur  vermessen  (Zetasizer  3000 
Hsa, Malvern Instruments ltd 1992, PCS for Windows v1.51 Rev.1). Der Einfluss von 
Hyperforin konnte durch den Einbau der Substanz während der Herstellung oder durch die 
15-minütige Vorinkubation der Liposomensuspensionen mit Hyperforin überprüft werden.
2.12 cPLA2-Aktivitätsassay
LUVs bzw. Triton-X-100 Mizellen in 190 µl wurden mit Ca
2+ oder EDTA versetzt und für 
15 min mit den entsprechenden Konzentrationen Hyperforin (1 bis 30 µM bezogen auf 200 
µl Endvolumen) bei 37°C vorbehandelt. Durch Zugabe von 500 ng cPLA2 (in 10 µl TGN-
Puffer) wurde die Reaktion gestartet und nach 60 min mit 1,6 ml Methanol abgestoppt. 
Nach Zugabe von 1 nmol γ-Linolensäure, 40 µl 1 N HCl und 1,6 ml PBS erfolgte die 
weitere Aufarbeitung der Proben und deren Vermessung in der HPLC wie beschrieben 
(siehe AA-Freisetzung aus intakten Zellen).Material und Methoden
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2.13 cPLA2-Bindungsassay
MLVs in 190 µl TGN-Puffer wurden nach der Vorinkubation mit 1 bis 30 µM Hyperforin 
bei  37°C  in  Gegenwart  von  1  mM  Ca
2+  bzw.  1  mM  EDTA  (jeweils  bezogen  auf  ein 
Endvolumen von 200 µl) mit 500 ng cPLA2 versetzt und für 10 min bei 37°C inkubiert. 
Anschließend  wurden  die  Liposomen  durch  Zentrifugation  (150.000xg,  30  min,  37°C) 
abgetrennt  und  in  TGN-Puffer  resuspendiert.  Fraktionen  der  Pellet-Suspension  und  des 
Überstands  nach  Zentrifugation  wurden  mit  Ladepuffer  versetzt,  bei  95°C  für  6  min 
gekocht und über SDS-PAGE und Western Blot analysiert.
2.14 Dichtemessung
Die Membranendichte wurde mittels der Generalisierten Polarisation (GP) von Laurdan 
bestimmt. Dazu wurden LUVs in den entsprechenden Zusammensetzungen mit 1 mol% 
Laurdan erzeugt. Emissionsspektren von eingebautem Laurdan wurden über einen Bereich 
von 390 bis 560 nm im Fluoreszenzspektrometer (Aminco-Bowman series 2) bei einer 
Anregungswellenlänge  von  360  nm  und  bei  37°C  aufgenommen.  Aus  den 
Fluoreszenzintensitäten bei 435 (F435) und 500 nm (F500) konnte der GP-Wert (GP = (F435 -
F500)/(F435  +  F500))  berechnet  werden.  Aufgrund  von  Verschiebungen  des  Laurdan-
Spektrums bei Änderungen der Membranfluidität spiegelt die Größe des GP-Wertes die 
Rigidität von Lipidaggregaten wieder [317, 318].  
2.15 NMR-Messung
MLVs wurden aus 7 g (D31)POPC und 1,4 g Hyperforin hergestellt. Nach Mischen der in 
Chloroform gelösten Substanzen und Abtrocknen des Chloroform unter N2 wurden die 
Lipide in 2 ml Cyclohexan wieder gelöst, in flüssigem N2 eingefroren und über Nacht 
unter Vakuum lyophilisiert. Die Proben wurden anschließend mit ca. 20 µl D2O rehydriert 
und  durch  Einfrier-Auftau-Prozesse  (flüssiger  N2,  Wasserbad)  homogenisiert.  Die 
Suspension  wurde  in  einen  4  mm  MAS-Rotor  transferriert  und  im  NMR-Spektrometer 
(Bruker Avance III 850) vermessen. Alle Messungen wurden bei einer Resonanzfrequenz 
von 850 MHz und einer MAS (magic angle spinning) Rotationsgeschwindigkeit von 10 
kHz durchgeführt. Zweidimensionale 
1H-MAS-NOESY Spektren wurden phasensensitiv Material und Methoden
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mit 
1H  90°  Pulsen  von  durchschnittlich  3  µs  aufgenommen.  Insgesamt  256  komplexe 
Datenpunkte wurden in indirekter Dimension mit 8 Transienten pro Inkrement und einer 
Unterbrechung von 2 s zwischen den Zyklen akkumuliert. Alle 
1H-Spektren wurden zu der 
terminalen Methylgruppe des (D31)POPC-Lipids bei 0.89 ppm in Relation gesetzt und für 
NOESY-Aufbau-Kurven wurden Mischzeiten von 5, 10, 25, 75, 100, 125, 150, 200, 250, 
350, 500, 800 und 1200 ms angesetzt. 
Die  Prozessierung  der  Daten  erfolgte  in  Topspin  (Bruker  Instruments,  Karlsruhe, 
Deutschland)  und  die  analytische  Auswertung  mit  Hilfe  der  Software  Python  2.5 
(http://www.python.org) sowie pylab (http://matplotlib.sourceforge.net/). Die Berechnung 
der relativen Aufenthaltswahrscheinlichkeiten der Kerne beruhte auf der „Full Matrix Rate 
Analysis“ nach Huster et. al. [319].Ergebnisse
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3 Ergebnisse
3.1 Aktivierung der cPLA2 in Thrombozyten
3.1.1 Erhöhung der 12-H(P)ETE-Freisetzung durch Hyperforin
Auf Grund der beschriebenen prominenten Hemmung der 5-LO durch Hyperforin [272]
wurde  im  Vorfeld  dieser  Arbeit  auch  der  Einfluss  von  Hyperforin  auf  die  12-LO 
untersucht. Frisch isolierte Thrombozyten wurden für 10 min mit Hyperforin stimuliert und 
die  gebildete  12-H(P)ETE  wurde  über  C18-Säulen  aufgereinigt  und  mittels  HPLC 
quantifiziert.  Dabei  wurde  eine  konzentrationsabhängige  Steigerung  der  12-H(P)ETE-
Produktion  festgestellt,  die  bei  10  µM  Hyperforin  ihr  Maximum  (8,1-fache  Induktion) 
erreichte, bei höheren Konzentrationen aber wieder abfiel (Abb. 3.1 A). Bemerkenswert 
war, dass diese Aktivierung auch in Abwesenheit von Ca
2+ erfolgte. Durch die Behandlung 
der  Zellen mit 1 mM EDTA und 30 µM  BAPTA/AM 30 min vor der  Inkubation mit 
Hyperforin  wurde  extra-  und  intrazelluläres  Ca
2+  chelatiert.  Dennoch  stimulierte 
Hyperforin die 12-H(P)ETE Freisetzung konzentrationsabhängig bis zu 25,2-fach bei 10 
µM (Abb. 3.1 A). Im Vergleich zu den Befunden in Anwesenheit von Ca
2+ war somit ein 
ca. 3-fach stärkerer Effekt zu beobachten, was zum Teil allerdings auf einen sehr niedrigen 
Bezugswert zurückzuführen war. 
Interessanterweise wurde die Induktion der 12-H(P)ETE Produktion sowohl unter 1 mM 
Ca
2+  als  auch  nach  dessen  Entfernung  nur  in  Abwesenheit  von  AA  beobachtet.  Bei 
vorheriger  Zugabe  von  10  µM  AA  konnte  in  beiden  Fällen  keine  Aktivitätssteigerung 
detektiert werden (Abb. 3.1 B).
Zur  näheren  Analyse  dieser  bereits  vorliegenden  Befunde  wurde  der  Einfluss  von 
Hyperforin auf die 12-LO im zellfreien System überprüft. Dabei wurden Thrombozyten 
mit Ultraschall lysiert und das Homogenat bzw. der Überstand (S100) nach Abtrennung 
der unlöslichen Zellbestandteile für 10 min mit Hyperforin inkubiert. Eine Steigerung der 
12-LO-Aktivität konnte in beiden Systemen nicht beobachtet werden. Im S100 wurde die 
Bildung von 12-H(P)ETE bei 10 und 30 µM Hyperforin sogar leicht gehemmt (78 und 
54% Restaktivität) (Abb. 3.1 C).Ergebnisse
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Die  sich  daraus  ergebende  Hypothese,  dass  nicht  die  Umwandlung  von  AA  zu  12-
H(P)ETE,  sondern  die  Bereitstellung  der  AA  durch  Hyperforin  moduliert  wird,  wurde 
durch die Hemmung der cPLA2α mit einem cPLA2α-Inhibitor überprüft. Die 15-minütige 
Vorinkubation  von  Thrombozyten  mit  dem  Inhibitor  führte  zu  einer  ca.  80%-igen 
Abb. 3.1 Induktion der 12-H(P)ETE Produktion in Thrombozyten
(A/B)  Thrombozyten  wurden  in  Anwesenheit  von  1  mM  CaCl2    (volle  Kreise)  oder  nach 
Behandlung  mit  1  mM  EDTA  und  30  µM  BAPTA  (leere  Kreise)  mit  den  angegebenen 
Konzentrationen an Hyperforin für 10 min in Abwesenheit (A) und in Gegenwart (B) von 10 µM 
AA  inkubiert.  (C)  Ultraschalllysate  aufgereinigter  Thrombozyten  (volle  Kreise)  bzw.  der 
Überstand nach Zentrifugation dieser Lysate bei 100.000xg (leere Kreise) wurden für 10 min mit 
den angegebenen Konzentrationen Hyperforin inkubiert. (D) Thrombozyten wurden für 15 min bei
37°C in An- (schwarze Balken) oder Abwesenheit (weiße Balken) von Ca
2+ mit 5 µM cPLA2α-
Inhibitor oder DMSO behandelt und anschließend für 10 min mit 10 µM Hyperforin inkubiert. In 
intakten Zellen oder Zelllysaten gebildete 12-H(P)ETE wurde über C18-Säulen aufgereinigt und 
mittels HPLC detektiert.
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Reduktion der Hyperforin-induzierten 12-H(P)ETE-Freisetzung sowohl in An- als auch in 
Abwesenheit von Ca
2+ (Abb. 3.1 D).
3.1.2 Aktivierung der cPLA2 durch Hyperforin
Da basierend auf den dargestellten Ergebnissen eine Erhöhung der AA-Freisetzung durch 
Hyperforin vermutet werden konnte, wurde die Phospholipase-Aktivität in Thrombozyten 
untersucht. Thrombozyten wurden mit Tritium-markierter AA ([
3H]-AA) für 2 h inkubiert, 
überschüssige AA wurde durch Waschen mit BSA-haltigem Puffer entfernt und die Zellen 
wurden  für  5  min  mit  Hyperforin  stimuliert.  Freigesetzte  markierte  AA  und  markierte 
Folgeprodukte wurden, wie in Material und Methoden beschrieben, im Szintillationszähler 
quantifiziert. 
In  Analogie  zur  12-H(P)ETE-Produktion  konnte  auch  bei  der  AA-Freisetzung  eine 
konzentrationsabhängige Stimulation durch Hyperforin beobachtet werden, die bei 10 µM 
maximal war und sich bei höheren Konzentrationen nicht weiter verstärkte (Abb. 3.3 A). 
10 µM Hyperforin bewirkten dabei eine 2,6-fache Erhöhung 
der  AA-Freisetzung,  die  etwa  halb  so  hoch  war  wie  die 
rezeptorvermittelte Aktivierung durch den physiologischen 
Liganden Thrombin (5,1-fach bei 2 U/ml Thrombin) und die 
Ca
2+-abhängige  Stimulation  durch  Ca
2+-Ionophor  A23187 
(4,8-fach  bei  2,5  µM).  Durch  Maskierung  der  vinylogen 
Säurefunktion  des  Hyperforins  wurde  dieser  Effekt 
aufgehoben.  Der  Methylester  O-Methyl-Hyperforin  (Abb. 
3.2)  konnte  die  Freisetzung  von  AA  aus  Thrombozyten 
nicht stimulieren (Abb. 3.3 B). 
Wie  erwartet,  wurde  die  Thrombin-  und  Ionophor-induzierte  AA-Freisetzung  nach 
Chelatierung  von  extra-  und  intrazellulärem  Ca
2+  durch  EDTA  und  BAPTA/AM  stark 
eingeschränkt, wenn auch nicht völlig aufgehoben (nichtsignifikante 1,7- und 1,2-fache 
Induktion  durch  Thrombin  und  A23187).  Die  Stimulation  von  Thrombozyten  durch 
Hyperforin  hingegen  wurde  durch  die  Chelatierung  des  zellulären  Ca
2+  nicht 
beeinträchtigt, sondern sogar leicht erhöht. Eine 3,7-fache Stimulation der Phospholipase-
Aktivität durch 10 µM Hyperforin wurde in Abwesenheit von Ca








Die Kinetik der Phospholipase-Aktivität unterschied sich nicht in An- und Abwesenheit 
von Ca
2+. Die AA-Freisetzung setzte mit einer leichten Verzögerung von ca. 1 min ein und 
erreichte nach 10 bis 30 min ein Maximum (Abb. 3.3 C).
Abb. 3.3 Erhöhung der AA-Freisetzung in Thrombozyten 
Thrombozytenreiches Plasma wurde für 2 h bei 37°C mit [
3H]-AA behandelt, markierte Zellen 
wurden anschließend gewaschen, in PBS-Glucose resuspendiert und für 5 min in Anwesenheit von 
1 mM CaCl2  (volle Kreise/schwarze Balken) oder nach Zugabe von 1 mM EDTA und 30 µM 
BAPTA (leere Kreise/weiße Balken) bei 37°C inkubiert. In den Überstand abgegebene [
3H]-AA 
bzw.  deren  [
3H]-Metabolite  wurden  nach  Abzentrifugation  der  Zellen  im  Szintillationszähler 
quantifiziert.  (A)  Thrombozyten  wurden  für  5  min  mit  den  angegebenen  Konzentrationen  an 
Hyperforin behandelt. (B) Thrombozyten wurden für 5 min mit DMSO (w/o), 10 µM Hyperforin, 2 
U/ml Thrombin, 2,5 µM A23187 oder 10 µM O-Methylhyperforin inkubiert. (C) Inkubationen von 
Thrombozyten mit 10 µM Hyperforin wurden nach den angegebenen Zeitpunkten abgestoppt. (D) 
Thrombozyten  wurden  für  15  min  bei  37°C  mit  DMSO,  5  µM  cPLA2α-Inhibitor,  5  µM  BEL 
(iPLA2-Inh.) oder 1 mM DTT (sPLA2-Inh.) behandelt und anschließend für 10 min mit 10 µM 
Hyperforin inkubiert. 
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Bei  der  kurzfristigen  Freisetzung  von  AA  in  Thrombozyten  nimmt  die  cPLA2  eine 
Schlüsselrolle  ein  [320],  wobei  eine  Verstärkung  der  Aktivität  durch  die  sPLA2  nicht 
ausgeschlossen werden kann [3]. Beide Enzyme sind Ca
2+-abhängig, die Ca
2+-unabhängige 
iPLA2  hat  eine  eher  untergeordnete  Bedeutung  bei  der  Bereitstellung  von  AA  für  die 
Eikosanoid-Synthese [1, 3]. 
Durch  Vorinkubation  von  Thrombozyten  mit  dem  cPLA2α-Inhibitor  (5  µM), 
Bromoenollacton (BEL, 5 µM) und Dithiothreitol (DTT; 1 mM) für 15 min wurde die 
Rolle  der  cPLA2,  iPLA2  und  sPLA2  in  der  Hyperforin-vermittelten  AA-Freisetzung 
ermittelt.  In  Korrelation  zu  den  Ergebnissen  der  12-H(P)ETE  Messung  führte  die 
Behandlung der Zellen mit dem cPLA2-Inhibitor zu einer ca. 80%-igen Reduktion der AA-
Freisetzung in An- und Abwesenheit von Ca
2+. Der Einfluss von BEL mit einer 15- bis 
25%-igen Reduktion war eher schwach. Auch DTT konnte in Anwesenheit von Ca
2+ die 
Hyperforin-vermittelte  AA-Freisetzung  nur  um  30%  hemmen,  allerdings  wurde  nach 
Chelatierung  von  Ca
2+ eine  Reduktion  der  Phospholipidhydrolyse  durch  DTT  um  70% 
beobachtet (Abb. 3.3 D). 
Aufgrund  der  dargestellten  Ergebnisse  konnte  auf  eine  entscheidende  Rolle  der  cPLA2
geschlossen werden, die weitergehend untersucht wurde. Die Bedeutung der sPLA2 wurde 
hier nicht weiter evaluiert.
3.1.3 Ca
2+-Freisetzung durch Hyperforin
Um zu nachzuprüfen, ob Ca
2+ durch 1 mM EDTA und 30 µM BAPTA/AM vollständig 
entfernt wurde, und zur Evaluation des Einflusses von Hyperforin auf den Ca
2+-Spiegel, 
wurde  die  intrazelluläre  Ca
2+-Konzentration  gemessen.  Thrombozyten  wurden  mit  dem 
Zeit [s]
















































1 mM EDTA / 30 µM BAPTA 
Hyperforin [10 µM] Abb. 3.4 Intrazelluläre Ca
2+-Konzentration in 
Thrombozyten 
Thrombozyten wurden für 30 min bei 37°C mit 
Fura-2/AM  beladen,  gewaschen  und  in  PBS 
resuspendiert.  1  mM  CaCl2 (durchgezogene 
Linie)  oder  1  mM  EDTA  und  30  µM  BAPTA 
(gestrichelte  Linie)  wurden  hinzugefügt,  die 
Fluoreszenz  wurde  gemessen  und  die 
intrazelluläre  Ca
2+-Konzentration,  wie  in 
Material und Methoden beschrieben, ermittelt. 
15 s nach dem Start der Messung wurden 10 
µM Hyperforin zugegeben.
Dargestellt ist eine von 3 Beispielmessungen. Ergebnisse
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Fluoreszenzindikator Fura-2/AM beladen und freies bzw. Ca
2+-gebundenes Fura-2 anhand 
der unterschiedlichen Anregungswellenlängen im Fluoreszenzspektrometer bestimmt. 
Wie aus der dargestellten exemplarischen Messung (Abb. 3.4) ersichtlich ist, führten 10 
µM Hyperforin zu einem langsamen Anstieg des intrazellulären Ca
2+-Spiegels, der nach 80 
s um bis zu  123 nM erhöht wurde. Die Behandlung der Zellen mit 1 mM EDTA und 30 
µM  BAPTA  führte  zu  einer  kompletten  Entfernung  von  intrazellulärem  Ca
2+  und 
verhinderte ebenso den Hyperforin-induzierten Ca
2+-Einstrom. 
3.1.4 Induktion der Translokation der cPLA2
Die cPLA2-abhängige Freisetzung von AA in Thrombozyten setzt die Translokation des 
Enzyms  aus  cytosolischen  Kompartimenten  an  die  Plasmamembran  voraus.  Durch 
Zellfraktionierung  und  Analyse  der  membranären  und  zytosolischen  Fraktionen  konnte 
dieser  Prozess  beobachtet  werden.  Dabei  wurden  Thrombozyten  nach  5-minütiger 
Inkubation  mit  steigenden  Konzentrationen  Hyperforin  durch  Einfrier-Auftau-Vorgänge 
lysiert und durch Zentrifugation bei 100.000xg wurden die unlöslichen Membranfraktionen 
vom zytosolischen Kompartiment abgetrennt. Aliquots beider Fraktionen wurden durch 
SDS-Gelelektrophorese  und  Western  Blot  auf  die  cPLA2  untersucht.  Als  Kontrollen 
dienten  2  U/ml  Thrombin  und  2,5  µM  Ca
2+-Ionophor  A23187.  Im  Vergleich  zur 
Negativkontrolle konnte nach Inkubation mit Thrombin nur eine schwache Umverteilung 




2+ 1 mM EDTA / 30 µM BAPTA
Hyperforin [µM]
30 10 3 1 Iono Thr w/o
Hyperforin [µM]
30 10 3 1 Iono Thr w/o
Abb. 3.5 Induktion der Translokation der cPLA2 durch Hyperforin
Intakte Thrombozyten wurden mit DMSO (w/o), 2 U/ml Thrombin (Thr), 2,5 µM A23187 (Iono) 
oder Hyperforin in den angegebenen Konzentrationen für 5 min bei 37°C in Gegenwart von 1 mM 
CaCl2    oder  1  mM  EDTA  und  30  µM  BAPTA  inkubiert,  anschließend  durch Einfrier-Auftau-
Prozesse lysiert und durch Zentrifugation bei 100.000xg in eine lösliche (Zytosol) und unlösliche 
(Membran) Fraktion aufgetrennt. Die subzelluläre Verteilung der cPLA2 in beiden Fraktionen 
wurde durch Western Blot untersucht.  Ergebnisse
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einer deutlichen Translokation der cPLA2 führte. Die Stimulation von Thrombozyten mit 
Hyperforin  bewirkte  ebenfalls  eine  Translokation  der  cPLA2,  die  vor  allem  bei
Hyperforinkonzentrationen  von  10  und  30  µM  auftrat.  Im  Gegensatz  zur 
Konzentrationskurve bei der AA-Freisetzung kann allerdings kein Maximum bei 10 µM 
Hyperforin festgestellt werden.
Nach Chelatierung von extra- und intrazellulärem Ca
2+ mit EDTA/BAPTA ist die Bindung 
an Membranen in der Negativkontrolle sowie nach Stimulation mit Thrombin und A23187 
stark  beeinträchtigt.  Die  Inkubation  mit  Hyperforin  allerdings  führt  auch  unter  diesen 
Bedingungen zu einer Umverteilung der cPLA2 an die Plasmamembranen (Abb. 3.5).
3.1.5 Aktivierung der p38MAPK durch Hyperforin
Die Signaltransduktion der rezeptorvermittelten Aktivierung der cPLA2 erfolgt zum Teil 
über die Aktivierung von Kinasen und die Phosphorylierung der cPLA2 [156]. Da diese 
besonders  bei  niedrigen  Ca
2+-Konzentrationen  von  Bedeutung  ist,  wurde  die 
Phosphorylierung der cPLA2 sowie der Kinasen p38MAPK, Mnk1 und ERK-1/2 durch 
Hyperforin untersucht. 
Hierzu  wurden  Thrombozyten  für  5  min  mit  Hyperforin,  Thrombin,  A23187  oder 
Dimethylsulfoxid  (DMSO)  inkubiert  und  die  gesamten  Zelllysate  nach  SDS-
Abb.  3.6  Einfluss  von  Hyperforin  auf  die  Phosphorylierung  der  cPLA2  und  der  Kinasen 
p38MAPK, Mnk1 und ERK-1/2
Intakte Thrombozyten wurden mit DMSO (w/o), 2 U/ml Thrombin (Thr), 2,5 µM A23187 (Iono) 
oder Hyperforin in den angegebenen Konzentrationen für 5 min bei 37°C in Gegenwart von 1 mM 
CaCl2  oder 1 mM EDTA und 30 µM BAPTA inkubiert. Aliquots entsprechend 16 x 10
6 Zellen 








30 10 3 1 Iono w/o Thr
1 mM EDTA / 30 µM BAPTA
Hyperforin [µM]
30 10 3 1 Iono w/o ThrErgebnisse
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Gelelektrophorese und Western Blot mit Hilfe der jeweiligen Antikörper analysiert. Als 
Ladekontrollen dienten jeweils die unphosphorylierten Enzyme. 
Nach  Inkubation  von  Thrombozyten  mit  steigenden  Mengen  Hyperforin  konnte  eine 
deutliche  Phosphorylierung  der  cPLA2  konstatiert  werden.  Die  Stärke  der 
Phosphorylierung  war  vergleichbar  mit  der  Thrombin-induzierten  Aktivierung.  Im
Gegensatz zu Thrombin steigerte Hyperforin allerdings auch in Abwesenheit von Ca
2+ den 
Phosphorylierungsstatus der cPLA2. 
A23187 als rezeptor-unabhängiger Stimulus wirkt nur als schwacher Aktivator der Kinasen 
in  Thrombozyten  [60]  und  konnte  die  Phosphorylierung  der  cPLA2  auch  in  den 
vorliegenden Befunden nicht erhöhen.
In weiteren Western-Blot-Analysen wurde die Rolle der Kinasen p38MAPK, Mnk1 und 
ERK-1/2  untersucht,  die  alle  durch  Thrombin  aktiviert  werden  konnten.  Dabei  wurde 
konzentrationsabhängig eine Phosphorylierung der p38MAPK durch Hyperforin gefunden, 
die auch in Abwesenheit von Ca
2+ auftrat. Mnk1 und ERK-1/2 hingegen wurden durch 
Hyperforin nicht beeinflusst (Abb. 3.6).
Auf Grund von Berichten über einen Einfluss der CaMKII in glatten Muskelzellen, wurden 
Thrombozyten auch auf diese Kinase hin untersucht, sie konnte allerdings nicht detektiert 
werden (ohne Abbildung).
3.1.6 Die Rolle der MAPK-Phosphorylierung bei Hyperforin-Effekten
Um einen Zusammenhang zwischen der Aktivierung der p38MAPK und der verstärkten 
Phosphorylierung der cPLA2 zu untersuchen, wurden Thrombozyten vor der Inkubation 
mit Hyperforin für 15 min mit dem Inhibitor SB203580 behandelt. SB203580 unterdrückt 
die  Aktivierung  der  p38MAPK  und  der  Mnk1  durch  Hemmung  der  übergeordneten  
MAPK aktivierten Proteinkinase (MAPKAP) 2 [59]. ERK-1/2 vermittelte Prozesse wurden 
mit Hilfe von U0126 inhibiert, welches die ERK-aktivierenden Kinasen MEK1 und MEK2 
(MAPK/ERK Kinasen) inhibiert [59]. Wie erwartet, konnte U0126 die Phosphorylierung 
der  cPLA2  nicht  vermindern,  durch  SB203580  hingegen  wurde  sie  komplett  geblockt 
(Abb.  3.6  A).  Dennoch  wurde  keine  Beeinträchtigung  der  AA-Freisetzung  und 
Translokation  der  cPLA2  in  Gegenwart  der  MAPK-Inhibitoren  festgestellt.  Auch  die 
Hyperforin  induzierte  12-H(P)ETE-Produktion  wurde  durch  die  Hemmung  der  drei 
Kinasen nicht reduziert (Abb. 3.7 B-D).Ergebnisse
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Abb. 3.7 Effekte der MAPK- und CaMKII-Inhibitoren auf die AA-Freisetzung, 12-H(P)ETE-
Produktion und Translokation der cPLA2
Intakte Thrombozyten wurden mit DMSO (w/o), 3 µM U0126, 10 µM SB203580 oder 5 µM KN-62 
für 15 min bei 37°C behandelt und für 5 min (A/B/D) bzw. 10 min (C) inkubiert. (A) Aliquots 
(entspr. 16 x 10
8 Zellen) wurden im Western Blot auf phosphorylierte cPLA2 analysiert. (B) Aus 
[
3H]-AA beladenen Thrombozyten wurde die Freisetzung der markierten AA gemessen. (C) 12-
H(P)ETE wurde mittels HPLC quantifiziert. (D) Zellen wurden durch Einfrier-Auftau-Prozesse 
lysiert, durch Zentrifugation bei 100.000xg in eine lösliche (Zytosol) und unlösliche (Membran) 
Fraktion aufgetrennt und die Verteilung der cPLA2 in beiden Fraktionen wurde mittels Western 
Blot analysiert. 
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Weiterhin  wurde  mit  Hilfe  des  spezifischen  CaMKII-Inhibitors  KN-62  auf  einen 
möglichen Einfluss der CaMKII getestet. KN-62 konnte weder die AA-Freisetzung noch 
die subzellulare Umverteilung der cPLA2 verhindern (Abb. 3.7 B/D).
3.1.7 Co-Stimulation mit Thrombin und Ionophor
Zur  Analyse  von  additiven  Effekten  von  Hyperforin  mit  den  rezeptorvermittelten  bzw. 
rezeptorunabhängigen Stimuli Thrombin und A23187 wurden Thrombozyten 1 min nach 
Zugabe von Hyperforin mit Thrombin bzw. A23187 versetzt. Eine weitere Steigerung der 
Thrombin-  bzw.  A23187-induzierten  AA-Freisetzung  konnte  dabei  nicht  beobachtet 
werden.  Allerdings  hemmten  1  und  3  µM  Hyperforin  die  Thrombin-abhängige 
Phospholipid-Hydrolyse um 49 bzw. 44%. Bei höheren Hyperforin-Konzentrationen stieg 
die  AA-Freisetzung  hingegen  wieder  an  (Abb.  3.8  A).  Ein  möglicher  Zusammenhang 
dieses Effekts mit einer Hemmung des GPCR-abhängigen Ca
2+-Einstroms, wie bereits in 
PMNL beschrieben [266], konnte durch Messung der intrazellulären Ca
2+-Konzentration 
hergestellt  werden.  0,5  U/ml  Thrombin  induzierten  einen  Ca
2+-Einstrom  von 
durchschnittlich 174 ± 30 nM, der durch Hyperforin mit einem IC50 von 1,2 µM gehemmt 
wurde (Abb. 3.8 C/E). 
Die A23187-vermittelte Freisetzung von AA wurde durch Hyperforin nicht beeinträchtigt 
(Abb. 3.8 B). In Analogie dazu konnte Hyperforin auch die Ionophore induzierte Ca
2+-
Freisetzung nicht beeinflussen (Abb 3.8 D/F). Auf Grund von Quenching-Effekten durch 
A23187 in der Fluoreszenzdetektion wurde hier Ionoymcin verwendet.Ergebnisse
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Abb.  3.8  Einfluss  von  Hyperforin  auf  die  Thrombin-  und  Ionophor-induzierte 
Thrombozytenaktivierung
Thrombozyten wurden mit Hyperforin für 15 min bei 37°C vorbehandelt und mit 2 bzw. 0,5 U/ml 
Thrombin oder 2,5 µM A23187 bzw. 0,2 µM Ionomycin versetzt. (A/B) Die Zellen wurden für 5 
min bei 37°C inkubiert und freigesetzte [
3H]-AA im Szintillationszähler quantifiziert. (C-F) Die 
Proben wurden bei 37°C im Fluoreszenzspektrometer wie in Material und Methoden beschrieben 
vermessen  und die  intrazelluläre  Ca
2+-Konzentration  ermittelt.  Dargestellt ist jeweils  1 von  3 
Beispielmessungen  (C/D)  bzw.  die  Veränderung  der  intrazellulären  Ca
2+-Konzentration  nach 
Stimulus-Zugabe in Relation zur Kontrolle (ohne Hyperforin) (E/F).
  Ionomycin [0,2 µM]
Hyperforin [µM]














































3.2 Stimulus-abhängige Modulation der cPLA2 in PMNL
3.2.1 Hyperforin-Effekte auf die AA-Freisetzung in PMNL
Die Übertragbarkeit der Ergebnisse aus Thrombozyten auf andere Zellen sollte evaluiert 
werden. Daher wurde der Einfluss von Hyperforin auf die cPLA2 in frisch isolierten PMNL 
untersucht. PMNL wurden mit Tritium-markierter AA beladen und nach Inkubation für 5 
min bei 37°C wurde die freigesetzte markierte AA im Szintillationszähler quantifiziert. Die 
Behandlung  der  Zellen  mit  steigenden  Mengen  Hyperforin  für  5  min  ergab  dabei  im 
Gegensatz zu den Befunden in Thrombozyten keine Steigerung der AA-Freisetzung (Abb. 
3.9  A).  A23187  und  der  ATPase-Inhibitor  Thapsigargin  [321]  stimulierten  die  AA-
Freisetzung  3,3-fach,  die  Inkubation  von  PMNL  mit  dem  GPCR-abhängigen  Stimulus 
fMLP (verstärkt durch den PKC-Aktivator PMA) war allerdings kaum detektierbar (1,2-
fachen Erhöhung) (Abb. 3.9 B). 
Wurden  die  Zellen  hingegen  mit  Hyperforin  für  15  min  vorbehandelt,  mit  2,5  µM 
Ionophore  A23187  oder  Thapsigargin  versetzt  und  für  5  min  bei  37°C  inkubiert,  so 
hemmte Hyperforin die induzierte AA-Freisetzung mit einem IC50 von 1,9 µM bzw. 1,5 
µM  (Abb.  3.10  B).  Dieser  Befund  konnte  auch  in  differenzierten  MonoMac  6  Zellen 
(MM6) reproduziert werden, allerdings war der Effekt nicht so ausgeprägt wie in PMNL. 
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Abb. 3.9 Einfluss von Hyperforin auf die AA-Freisetzung in PMNL 
Frisch isolierte PMNL wurden für 2 h mit [
3H]-AA beladen, anschließend gewaschen und in PBS-
Glucose plus 1 mM CaCl2  für 5 min mit 0 bis 30 µM Hyperforin (A) bzw mit DMSO (w/o), 10 µM 
Hyperforin, 2,5 µM A23187, 1 µM Thapsigargin oder 1 µM fMLP und 0,1 µM PMA (B) inkubiert. 
Freigesetzte [































































































Abb. 3.10 Effekte von Hyperforin auf die A23187-, Thapsigargin- und fMLP/PMA-induzierte 
AA-Freisetzung 
[
3H]-beladene PMNL (A-C) oder differenzierte MM6 (E) wurden 15 min vor Reaktionsstart bei 
Raumtemperatur mit Hyperforin versetzt und in Gegenwart von 1 mM CaCl2 (volle Kreise) oder 1 
mM EDTA und 30 µM BAPTA (weiße Kreise)  für 5 min bei 37°C mit DMSO (A), 2,5 µM A23187 
bzw.  1  µM  Thapsigargin  (B/E)  oder  1  µM  fMLP  und  0,1  µM  PMA  (C)  inkubiert.  (D)  Die 
Inkubation von [
3H]-beladenen PMNL mit DMSO (w/o) bzw. 10 oder 30 µM Hyperforin wurde 
nach den angegebenen Zeitpunkten abgestoppt. (E) [
3H]-beladene PMNL wurden für 15 min mit 
DMSO (w/o), 10 µM Hyperforin oder 10 µM O-Methylhyperforin behandelt und in Gegenwart vor 
1 mM CaCl2 für 5 min bei 37°C mit 2,5 µM A23187 inkubiert. Aus den jeweiligen Überständen 
wurde die freigesetzte [
3H]-AA quantifiziert.
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Die  Vorbehandlung  von  MM6  mit  Hyperforin  verminderte  die  A23187-induzierte  AA-
Freisetzung  mit  einem  IC50  Wert  von  10  µM  (Abb.  3.10  E).  Die  Veresterung  der 
Säurefunktion  des  Hyperforins  führte  erneut  zu  einer  Aufhebung  der  Effekte.  O-
Methylhyperforin konnte die A23187-stimulierte AA-Freisetzung nicht hemmen, sondern 
verstärkte sie sogar leicht (1,5-fach) (Abb. 3.10 F).
Der schwache fMLP/PMA-Effekte wiederum wurde durch Vorbehandlung der Zellen mit 
steigenden Konzentrationen Hyperforin schwach (1,6-fach bei 30 µM  Hyperforin) aber 
signifikant (ab 10 µM) erhöht (Abb. 3.10 C). Die Durchführung der Versuche mit DMSO 
führte  allerdings  zu  vergleichbaren  Ergebnissen  (Abb.  3.10  A).  Die  15-minütige 
Vorbehandlung der Zellen mit Hyperforin bewirkte einen bis zu 1,7-fachen Anstieg der 
AA-Freisetzung.  In  der  daraufhin  durchgeführten  Langzeitmessung  der  AA-Freisetzung 
konnten aber keine Effekte von Hyperforin allein bestätigt werden (Abb. 3.10 D). 
3.2.2 Beeinträchtigung der Phosphorylierung der Kinasen 
Um  die  Frage  zu  klären,  ob  durch  die  15-minütige  Vorinkubation  mit  Hyperforin  die 
Phosphorylierung  der  cPLA2  beeinflusst  wird,  wurden  PMNL  analog  zu  den 
Aktivitätsversuchen für 15 min mit Hyperforin bei Raumtemperatur behandelt und 5 min 
bei  37°C  mit  dem  jeweiligen  Stimulus  oder  DMSO  inkubiert.  Aliquots  wurden 
anschließend  über  SDS-Gelelektrophorese  und  Western  Blots  analysiert.  Aufgrund  von 
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Abb. 3.11 Der Einfluss von Hyperforin auf die Phosphorylierung der Kinasen p38MAPK, Mnk1, 
ERK-1/2 und CaMKII in PMNL
Intakte  PMNL  wurden  für  15  min  mit  DMSO  (w/o)  oder  Hyperforin  in  den  angegebenen 
Konzentrationen behandelt und für 5 min bei 37°C in Gegenwart von 1 mM CaCl2 mit DMSO (w/o), 
2,5  µM  A23187  oder  1  µM  fMLP  und  0,1  µM  PMA  inkubiert.  Aliquots  entsprechend
1,6 x 10
6 Zellen wurden im Western Blot auf die phosphorylierten Kinasen untersucht.Ergebnisse
62
cPLA2 nicht direkt ermittelt werden. Stattdessen wurde die Phosphorylierung der Kinasen 
p38MAPK, ERK-1/2, Mnk1 und CaMKII untersucht. Als Ladekontrolle dienten jeweils 
die unphosphorylierten Enzyme. Nach Behandlung der Zellen mit DMSO konnte keine 
Aktivierung der Kinasen gefunden werden. Die Stimulation mit Ionophor und fMLP/PMA 
hingegen führte zu einer deutlichen Phosphorylierung von p38, ERK und Mnk1. CaMKII 
konnte, im Gegensatz zu Thrombozyten, ín PMNL detektiert werden (ohne Abbildung), 
allerdings wurde keine  Aktivierung dieses Enzyms beobachtet. Hyperforin zeigte keine 
Effekte  bezüglich  der  Ionophore-  und  fMLP/PMA-induzierten  Kinasen-Aktivierung  in 
Konzentrationen von bis zu 10 µM. Erst 30 µM Hyperforin konnten die Phosphorylierung 
der p38MAPK und der Mnk1 reduzieren. Weiterhin konnte auch bei direkter Stimulation 
mit Hyperforin kein Einfluss von Hyperforin auf die Kinasen beobachtet werden. Weder 
p38MAPK, Mnk1 oder ERK-1/2 noch CaMKII wurden durch Hyperforin phosphoryliert 
(Abb. 3.11).
3.3 Hyperforin-Effekte in Thrombozyten und PMNL im alternativen 
AA-Freisetzungs-Assay
Die  Analyse  der  cPLA2-Aktivität  in  Thrombozyten  und  PMNL  erfolgte  wie  oben 
beschrieben. Dieses Verfahren ist eine sensitive Methode zur Messung der Phospholipase-
Aktivität, spiegelt aber nicht vollständig den physiologischen Kontext wieder, da neben 
den metabolisch aktiven, [
3H]-AA inkorporierenden PL, auch weitere PL der Hydrolyse 
durch die cPLA2 unterliegen. 
So konnte in PMNL 1-O-Alk-en-yl-PE (Plasmalogen) als Hauptpool der AA identifiziert 
werden, während nach Radiomarkierung [
3H]-AA vor allem aus Diacyl-PC und 1-Alkyl-
PC freigesetzt wird [97, 322]. In Thrombozyten nach Thrombin-Stimulation ergibt sich 
sowohl  nach  der  radioaktiven  Messmethode,  als  auch  durch  Bestimmung  von 
Massenverlusten eine AA-Freisetzung aus 1,2-Diacyl-PC und -PE, wobei aber auch eine 
Freisetzung von AA aus Plasmalogen und eine anschließende Übertragung von AA aus 
Diacyl-Spezies in 1-O-Alk-en-yl-LysoPE diskutiert wird [96, 100, 323]. 
Um auszuschließen, dass es sich bei der Hyperforin-vermittelten Hemmung der cPLA2 in 
PMNL  und  insbesondere  bei  der  Phospholipid-Hydrolyse  aus  Thrombozyten  um 
methodenspezifische Effekte handelt, wurden die Schlüsselversuche in einer alternativen 
Methode  wiederholt.  Die  freigesetzte  AA  wurde,  wie  in  Material  und  Methoden 
beschrieben, nach Derivatisierung mit p-Anisidiumchlorid mittels HPLC quantifiziert. Die Ergebnisse
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Ergebnisse korrelierten mit den Befunden aus dem radioaktiven Assay. In Thrombozyten 
stimulierte Hyperforin die Freisetzung von AA 3,5- und in Abwesenheit von Ca
2+ sogar bis 
zu 6,8-fach (Abb. 3.12 A). Die starke Aktivierung in Abwesenheit von Ca
2+ war auf sehr 
niedrige AA-Spiegel in der Bezugsprobe zurückzuführen. Ausgedrückt in Absolutwerten 
wurden in An- und Abwesenheit von Ca
2+ bis zu 0,69 bzw. 0,52 nmol AA pro 3x10
7
Zellen in 60 min freigesetzt.
In  PMNL  hingegen  konnte  die  Hemmung  der  A23187-induzierten  AA-Freisetzung 
bestätigt werden. Hyperforin inhibierte die cPLA2 mit einem IC50 von 1,1 µM (Abb. 3.12 
B). 
Abb. 3.12 Detektion der AA-Freisetzung aus Thrombozyten und PMNL im HPLC-Assay
(A) Frisch isolierte Thrombozyten wurden in PBS-Glucose in Anwesenheit von 1 mM CaCl2 (volle 
Kreise) oder 1 mM EDTA und 30 µM BAPTA (leere Kreise) für 10 min bei 37°C mit Hyperforin 
inkubiert.  (B)  Aufgereinigte  PMNL  wurden  in  PBS-Glucose  mit  1  mM  CaCl2  für  15  min  mit 
Hyperforin bei Raumtemperatur vorinkubiert, mit 2,5 µM A23187 versetzt und für 10 min bei 
37°C  inkubiert.  Freigesetzte  AA  wurde  jeweils  über  C18-Säulen  aufgereinigt,  mit  p-
Anisidiumchlorid  derivatisiert  und  mittels  HPLC  vermessen.  Die  Metabolisierung  der 
freigesetzten AA durch 12-LO und COX-1 bzw. 5-LO wurde durch Zugabe von 50 µM NDGA, 
200 µM ASS (A) und 300 nM BWA4C (B) unterbunden.
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3.4 Untersuchung des Einflusses von Hyperforin auf die cPLA2 in 
Zellhomogenaten
Aus den oben dargestellten Befunden heraus wurde auf einen zelltypabhängigen Einfluss 
Hyperforins  auf  die  cPLA2  geschlossen,  der  unabhängig  von  der  intrazellulären  Ca
2+-
Konzentration und von der Aktivierung durch MAPK erfolgt. Daher ergab sich die Frage, 
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Abb. 3.13 Messungen der AA-Freisetzung in Zellhomogenaten
Thrombozyten (A/B) bzw. PMNL (C/D) wurden in Lyse-Puffer bei pH 8,8 (A/C) oder pH 7,4 (B/D) 
in Gegenwart von 500 (A/B) bzw. 50 µM EGTA (C/D) durch Ultraschall lysiert und nach Zugabe 
von DMSO (volle Kreise), 10 µM Hyperforin (leere Kreise) oder 10 µM cPLA2α-Inhibitor (volle 
Dreiecke) sowie der entsprechenden Mengen CaCl2 bei 37°C für 60 min inkubiert. Freigesetzte 
AA wurde nach Derivatisierung mit p-Anisidiumchlorid mittels HPLC quantifiziert. Ergebnisse
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Daher wurde zunächst der Effekt des Hyperforins in Zelllysaten untersucht. Thrombozyten 
und PMNL wurden durch Ultraschall lysiert, für 1 h bei 37°C inkubiert und die freigesetzte 
AA wurde, wie in Material und Methoden beschrieben, mit Hilfe der HPLC detektiert. 
cPLA2 zeigt maximale Aktivität bei einem pH von 8 bis 10 [94, 324]. Daher wurden die 
Versuche sowohl bei einem physiologischen pH von 7,4 als auch bei pH 8,8 durchgeführt. 
Durch Zugabe von Ca
2+ und EGTA wurden verschieden Ca
2+-Konzentrationen eingestellt. 
EGTA wurde hier anstelle von EDTA auf Grund seiner höheren Spezifität für Ca
2+ als 
Ca
2+-Chelator eingesetzt [325]. Dabei fiel auf, dass auch in Anwesenheit von bis zu 150 
µM bzw. 15 µM EGTA im Thrombozyten- bzw. PMNL-Lysat cPLA2-Aktivität detektiert 
werden konnte (Abb. 3.13). Tatsächlich ergab die Messung der Ca
2+-Konzentrationen in 
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Abb. 3.14 Hyperforin hemmt die cPLA2-Aktivität moderat nicht aber die Membranassoziation.
Thrombozyten (A/C) bzw. PMNL (B) wurden in Lyse-Puffer bei pH 8,8 (volle Kreise) oder pH 7,4 
(leere Kreise, C) in Gegenwart von 1 mM EDTA durch Ultraschall lysiert und nach Zugabe von 
DMSO oder Hyperforin sowie von 2 mM CaCl2 für 60 min bei 37°C inkubiert. (A/B) Freigesetzte 
AA wurde nach Derivatisierung mit p-Anisidiumchlorid mittels HPLC quantifiziert. (C) Zelllysate 
wurden  durch  Zentrifugation  bei  100.000xg  in  eine  lösliche  (Überstand)  und  unlösliche 
(Membran) Fraktion getrennt. Die Verteilung der cPLA2 in beiden Fraktionen wurde via Western 
Blot der entsprechenden Aliquots ermittelt. Ergebnisse
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den Homogenaten, dass erst nach Zugabe von 200 bzw. 15 µM EGTA das intrazelluläre 
Ca
2+  aus  Thrombozyten  und  PMNL  vollständig  chelatiert  werden  konnte  (ohne 
Abbildung).
In Gegenwart von Ca
2+ hemmte Hyperforin die Aktivität der cPLA2 leicht und unabhängig 
von der vorliegenden Ca
2+-Konzentration. Unter EGTA war kein Effekt (Thrombozyten) 
bzw. eine sehr schwache Hemmung (PMNL) zu beobachten. Eine Aktivierung der cPLA2
konnte aber nicht verzeichnet werden.
Zur Untersuchung der Konzentrationsabhängigkeit der Hemmung wurden Thrombozyten 
und PMNL-Homogenate mit steigenden Konzentrationen an Hyperforin versetzt und nach 
Zugabe  von  1  mM  Ca
2+  1  h  bei  37°C  inkubiert.  Die  ermittelten  IC50-Werte  lagen  im 
Thrombozyten-Homogenat bei >30 µM (pH 7,4) bzw. 19 µM (pH 8,8) und im PMNL-
Homogenat bei 7,8 µM (pH 7,4) und 10,4 µM (pH 8,8) (Abb. 3.14 A/B).
Ferner wurde im Thrombozyten-Homogenat der Einfluss von Hyperforin auf die Bindung 
an Membranen analysiert. Nach der 10-minütigen Inkubation des Homogenats mit 1 mM 
Ca
2+ oder 1 mM EDTA in Anwesenheit von steigenden Konzentrationen Hyperforin wurde 
das Lysat durch Zentrifugation bei 100.000×g in eine Membran- und eine Zytosolfraktion 
aufgetrennt  und  die  cPLA2  wurde  in  den  jeweiligen  Fraktionen  über  Western  Blot 
detektiert. Durch Ca
2+ wurde die Bindung der cPLA2 an die Membranen forciert, die durch 
Hyperforin trotz der schwachen Hemmung der cPLA2-Aktivität nicht unterbunden wurde 
(Abb. 3.14 C).
3.5 Beeinflussung der cPLA2 im zellfreien System 
Im  Folgenden  sollte  der  Einfluss  von  Hyperforin  auf  die  cPLA2  im  zellfreien  System 
untersucht werden. Zwei verschiedene Assays standen hierbei zur Verfügung. Zum einen 
konnte  die  cPLA2-Aktivität  an  artifiziellen  Liposomen  (große  Laminare  Vesikel),  zum 
anderen an Mizellen (Multilamellare Vesikel versetzt mit 4-facher Menge an Triton-X-
100)  gemessen  werden.  Im  Gegensatz  zur  Messung  an  Liposomen  spielen  im  Mizell-
basierten  Assay  Membraneffekte  keine  Rolle  mehr.  Vielmehr  kommt  hier  der  direkte 
Einfluss der Membrankomponenten per se auf die cPLA2 zum tragen.Ergebnisse
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Zur  Gewinnung  der  Liposomen  wurden  multilamellare  Vesikel  verschiedener 
Lipidzusammensetzungen,  wie  in  Material  und  Methoden  beschrieben,  hergestellt  und 
durch  Extrusion  durch  Membranen  mit  einer  Porengröße  von  100  nm  zu  großen 
unilamellaren Vesikel umgeformt. Diese Liposomen wurden mit 500 ng cPLA2 für 60 min 
bei 37°C inkubiert und die freigesetzte AA wurde mittels HPLC vermessen. Als Basislipid 
diente  1-Palmitoyl-2-arachidonoyl-sn-glycero-3-PC  (PAPC)  oder  1-Palmitoyl-2-
arachidonoyl-sn-glycero-3-PE  (PAPE),  denen  entsprechend  der  gewünschten  Effekte 
Gastlipide zugegeben wurden. In Abbildung 3.15 A ist die freigesetzter AA-Menge pro 
Abb. 3.15 Freisetzung von AA im Liposomen- und Mizellenaktivitätsassay 
Liposomen und Triton-X-100-Mizellen in den angegebenen Zusammensetzungen  wurden, wie in 
Material  und  Methoden  beschrieben,  generiert  und  in  Gegenwart  von  1  mM  CaCl2  (schwarze
Balken) oder 1 mM EDTA (weiße Balken) mit 500 ng cPLA2 für 60 min inkubiert. Freigesetzte AA 
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100 ng Enzym dargestellt. Während reine PAPC-Vesikel suboptimale Substrate darstellen, 
konnte die cPLA2-Aktivität durch Zugabe verschiedener Membrankomponenten variiert 
werden. Besonders auffällig ist die starke Erhöhung der AA-Freisetzung nach Zugabe von 
PIP2,  Ceramid  und  POG  (9,6-,  6,7-  und  8,4-fach).  C-1-P  führte  zu  einer  schwächeren 
Aktivierung  (2,6-fach)  und  in  Anwesenheit  von  strukturverändernden  Elementen 
(Cholesterol, Sphingomyelin, gesättigte Fettsäuren (Di-Palmitoyl-PC (DPPC))) war eine 
1,9- bis 2,9-fache Erhöhung der Aktivität zu finden. Das zweite Substrat PAPE war als 
Liposom 5,1-fach besser geeignet als PAPC. 
Die  Aktivitäten  der  cPLA2  an  Mizellen  (ausgedrückt  als  freigesetzte  AA  pro  100  ng 
Enzym)  sind  in  Abbildung  3.15  B  dargestellt.  Nach  Auflösung  der  membranären 
Strukturen  hängt  in  diesem  Fall  die  Höhe  der  AA-Freisetzung  allein  vom  verfügbaren 
Substrat ab. Durch die bessere Zugänglichkeit für das Enzym konnte im Fall von PAPC 
eine  stark  erhöhte  Phospholipid-Hydrolyse  beobachtet  werden.  Einzig  die  direkten 
Aktivatoren C-1-P und PIP2 konnten diese Freisetzung 1,7- bzw. 5,6-fach erhöhen. PAPE 
wurde im Vergleich zu PAPC in einem geringeren Maße umgesetzt.
Der  cPLA2α-Inhibitor  (5  µM)  konnte  sowohl  im  Liposomen-  als  auch  im  Mizellen-










































































































Abb.  3.16  Inhibition  der  AA-Freisetzung  in  Liposomen  und  Triton-X-100-Mizellen  durch 
cPLA2α-Inhibitor
Liposomen und Triton-X-100-Mizellen aus PAPC wurden 15 min vor dem Inkubationsstart mit 
5 µM cPLA2α-Inhibitor versetzt und nach Zugabe von 1 mM CaCl2 und 500 ng aufgereinigter 
cPLA2  für 60 min bei 37°C inkubiert. Die Quantifizierung der freigestzten AA erfolgte mittels 
HPLC. 
w/o cPLA2-Inh. w/o cPLA2-Inh.Ergebnisse
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Zur Untersuchung des Einflusses von Hyperforin auf die cPLA2-Aktivität an Liposomen 
oder Mizellen wurden diese mit steigenden Konzentration an Hyperforin für 15 min bei 
37°C vorbehandelt und nach Zugabe von 500 ng cPLA2 weitere 60 min bei 37°C inkubiert. 
Alternativ  wurden  auch  Liposomen  in  Anwesenheit  von  Hyperforin  hergestellt.  Die 
angegeben Hyperforinkonzentrationen entsprechen in diesen Fällen der Endkonzentration 
im Inkubationsvolumen. 
Die  Integrität  der  Liposomen  nach  Hyperforinzugabe  konnte  durch  Vermessung  der 
Vesikel mit Hilfe der Photonen-Korrelations-Spektroskopie überprüft werden. 
Auf  Grund  der  unbekannten  Dichte  der  Liposomen  sind  die  Messwerte  nicht  als 
Absolutwerte zu verstehen, können aber in Relation zueinander gesetzt werden. 
Mit  Ausnahme  von  PAPE-Vesikel  wurde  so  ein  durchschnittlicher  Durchmesser  der 
Liposomen von ca. 167 nm gefunden, der durch Hyperforin nur leicht verändert wurde. 
Eine Zerstörung oder grundsätzliche Veränderung der Liposomen durch Hyperforin konnte 
daher ausgeschlossen werden. Allerdings wiesen die Vesikel nach Inkubation mit 30 µM 
Hyperforin  einen  etwa  2%  größeren  Durchmesser  auf,  während  die  Größe  der  mit 
Hyperforin beladenen  Liposomen im Vergleich zur Kontrolle um durchschnittlich 10% 
reduziert war. Suspensionen von PAPE-Vesikel wiesen trotz Extrusion durch Poren von 
100 nm sehr inhomogene Größen mit einem Durchschnitt von 1443 nm auf. Hyperforin 
veränderte  die  Größe  dieser  Vesikel  stärker  als  die  der  PAPC-basierten  Liposomen, 
zerstörte sie aber nicht (Tab. 3.1). Ungeachtet dieser Tatsache wurden die Aktivitätsassays 
auch  mit  diesen  Vesikeln  in  der  oben  beschriebenen  Weise  durchgeführt,  da  trotz  der 
Differenz (%) Liposomengröße




PAPC 156,3 ± 6,5 2,2 ± 0,6 -10,2 ± 1,5 *
 PAPC/C1P 5% 152,5 ± 8,7 2,3 ± 0,2 **
 PAPC/PIP2 3% 147,8 ± 7,9 1,2 ± 0,5
 PAPC/Cer 10% 165,9 ± 2,1 2,1 ± 0,4 *
 PAPC/POG 33% 173,8 ± 6,5 5,8 ± 0,7 * -9,4 ± 3,8
 PAPC/SM/Chol (1:1:1) 197,2 ± 6,4 0,4 ± 0,2 -9,8 ± 3,3
 PAPC/Chol 20% 164,3 ± 6,1 1,7 ± 0,7 -14,4 ± 2,1 *
 PAPC/Chol 50% 174,3 ± 17,2 3,3 ± 1,1 -2,9 ± 9,0
 PAPC/DPPC 30% 173,2 ± 11,5 -1,4 ± 0,9 -16,4 ± 1,2 **
 PAPE 1443,0 ± 124,4 7,2 ± 2,7 -31,5 ± 10,2
Tab. 3.1 Liposomengröße 
Liposomen der angegebenen Zusammensetzung, ohne Hyperforinbehandlung, nach 15-minütiger 
Inkubation  mit  Hyperforin  oder  mit  eingebautem  Hyperforin,  wurden  mittels  Photonen-
Korrelations-Spektroskopie vermessen. Ergebnisse
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größeren  und  inhomogeneren  Vesikeldurchmesser  von  der  Ausbildung  membranärer 
Oberflächen ausgegangen werden konnte. 
3.5.1 PAPC-Vesikel 
In intakten Thrombozyten und PMNL wurde eine Aktivierung der cPLA2 in Abwesenheit 
von  Ca
2+  und  in  PMNL  eine  Hemmung  der  Ionophore-induzierten  AA-Freisetzung 
beobachtet. Daher wurde der Einfluss von Hyperforin auf die isolierte cPLA2 sowohl in 
Hyperforin [µM]
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Abb. 3.17 Einfluss von Hyperforin auf die AA-Freisetzung aus PAPC-Liposomen
PAPC-Liposomen (durchgezogene Linien) bzw. -Mizellen (gestrichelte Linien) wurden mit den 
angegebenen Konzentrationen Hyperforin vorbehandelt (A/B) oder in Gegenwart von Hyperforin 
hergestellt (C/D) und in Gegenwart von 1 µM bzw. 1 mM CaCl2 (A/C) oder 1 mM EDTA (B/D) mit 
500 ng cPLA2 für 60 min bei 37°C inkubiert. Dargestellt ist die freigesetzte AA in Relation zur 
Kontrollprobe ohne Hyperforin. Ergebnisse
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Gegenwart von 1 mM Ca
2+ als auch von 1 mM EDTA gemessen. In Vesikeln und Mizellen 
aus  reinem  PAPC  war  dabei  weder  eine  Aktivierung  noch  eine  Hemmung  der 
Phospholipid-Hydrolyse durch Hyperforinzugabe zu beobachten. Die Reduktion der Ca
2+-
Konzentration auf 1 µM änderte diesen Befund nicht (Abb 3.17 A/B). Auch bei Vesikeln, 
in die Hyperforin schon im Herstellungsverfahren integriert wurde, hatte die Beladung mit 
Hyperforin keinen nennenswerten Einfluss auf die AA-Freisetzung. Vielmehr führte die 
Herstellung in verschiedenen Ansätzen hier zu stärkeren Schwankungen (Abb. 3.17 C/D).
3.5.2 Vesikel mit direkten Aktivatoren
Die  als  direkte  Aktivatoren  beschriebenen  Lipide  PIP2,  C-1-P  und  Ceramid  wurden  in 
geeigneten Konzentrationen von 3%, 10% und 5% gemäß Lit. eingesetzt [107, 108, 124]. 
Bei diesen Konzentrationen erreichen die Aktivatoren maximale Effekte und erhöhten, wie 
oben  beschrieben,  die  Aktivität  der  cPLA2  9,6-,  2,6-  und  6,7-fach  (Abb.  3.15  A).  Zur 
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Abb. 3.18 Hemmung der cPLA2 an PIP2- , 
C-1-P- und Ceramid-Vesikeln
Liposomen  (durchgezogene  Linie)  bzw. 
Triton-X-100-Mizellen  (gestrichelte  Linie) 
der Zusammensetzung PAPC + 3% PIP2 (A), 
PAPC + 5% C-1-P (B) oder PAPC + 10% 
Ceramid (C) wurden in Gegenwart von 1 mM 
CaCl2  (volle  Kreise/Quadrate)  oder  1  mM 
EDTA  (leere  Kreise)  mit  den  angegebenen 
Konzentrationen  Hyperforin  für  15  min 
vorbehandelt  und  bei  37°C  für  60  min  mit 
500  ng  aufgereinigter  cPLA2  inkubiert. 
Freigesetzte  AA  wurde  mittels  HPLC 
quantifiziert.Ergebnisse
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Untersuchung, ob Hyperforin die stimulierenden Einflüsse dieser Substanzen kompetitiv 
unterdrückt, wurden Liposomen mit diesen Komponenten mit Hyperforin inkubiert. Die 
Aktivität der cPLA2 an Ceramid-haltigen Liposomen wurde nicht beeinträchtigt (Abb. 3.18 
C), die Stimulation durch PIP2 und C-1-P konnte aber durch Hyperforin leicht reduziert 
werden  (Abb. 3.18 A/B).  In Anwesenheit von  Ca
2+ lagen die  IC50-Werte bei 13,2 µM 
(PIP2) bzw. > 30 µM (C-1-P). In PIP2-basierten Liposomen wurde auch in Abwesenheit 
von Ca
2+ eine prominente AA-Freisetzung beobachtet (Abb. 3.15 A), die durch Hyperforin 
mit einem IC50 von ca. 25 µM vermindert wurde. Sowohl die Hemmung der PIP2- als auch 
der C-1-P-Aktivierung wurden allerdings durch Zugabe von Triton-X-100 vermindert. 
3.5.3 PAPC/POG-Vesikel
Ebenso wie PIP2 und Ceramid hatte auch der Einbau von POG (33%) in PAPC einen 
starken aktivierenden Einfluss. Dieser konnte durch Hyperforin-Zugabe deutlich gehemmt 
werden, wobei der IC50 in Anwesenheit von Ca
2+ bei 7,6 µM lag (Restaktivität 17,9% bei 
30 µM Hyperforin). Die Bindung der cPLA2 an die Liposomen wurde durch Hyperforin 
allerdings nicht beeinflusst. Nach  Inkubation von multilamellaren Vesikeln mit 500 ng 
cPLA2 und Abtrennung der Liposomen bei 150.000×g wurden Zentrifugat und Überstand 
per  SDS-PAGE  und  Western  Blot  auf  liposomengebundene  bzw.  ungebundene  cPLA2
analysiert. Dabei konnte eine deutliche Bindung der cPLA2 an die Vesikel in Gegenwart 
von  Ca
2+  festgestellt  werden,  die  trotz  steigender  Hyperforinkonzentrationen  nicht 
beeinträchtigt wurde (Abb. 3.19 A/C). 
Wie PIP2 führte auch POG in Abwesenheit von Ca
2+ zu einer deutlichen Aktivierung der 
cPLA2,  die  den  Ca
2+-induzierten  Effekten  äquivalent  war,  sich  erstaunlicherweise  aber 
nicht  in  den  Befunden  des  Bindungsassays  wiederspiegelte.  In  Gegenwart  von  1  mM 
EDTA konnte keine nennenswerte Assoziation der cPLA2 an abzentrifugierten Liposomen 
nachgewiesen werden. Die Ca
2+-unabhängige Freisetzung von AA wurde aber ebenfalls 
durch Hyperforin um bis zu 92% reduziert. Der IC50 lag bei 2,9 µM Hyperforin. Durch 
Zerstörung der Eigenschaften einer Membranoberfläche nach Triton-X-Zugabe wurde die 
Hyperforin-induzierte  Hemmung  sowohl  in  An-  als  auch  in  Abwesenheit  von  Ca
2+
aufgehoben (Abb. 3.19 B/C). Ergebnisse
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3.5.4 Cholesterolhaltige PAPC-Vesikel
Insbesondere  für  Thrombozyten  wurde  ein  positiver  Einfluss  von  Cholesterol  auf  die 
cPLA2 beschrieben [149, 150]. Daher wurden PAPC-Liposomen mit Cholesterol-Anteilen 
von 20 und 50% versetzt. Eine leichte Steigerung der AA-Freisetzung gegenüber reinen 
PAPC-Liposomen konnte beobachtet werden (1,9-facher Anstieg; Abb. 3.15 A).
Wurden diese Vesikel mit Hyperforin inkubiert, so konnte erneut eine Hemmung der AA-
Freisetzung  festgestellt  werden,  die  mit  dem  PAPC-Cholesterol-Verhältnis  im 
Zusammenhang stand. In Liposomen mit 20% Cholesterol inhibierte Hyperforin die cPLA2
Hyperforin [µM]
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Abb.  3.19  Effekte  von  Hyperforin  auf  die  cPLA2-Aktivität  und  Bindung  an  PAPC/POG-
Vesikeln
Liposomen (durchgezogene Linie), Triton-X-100-Mizellen (gestrichelte Linie) bzw. Multilamellare 
Vesikel  (C)  wurden  aus  PAPC  und  POG  im  Verhältnis  2:1  generiert  und  nach  15-minütiger 
Behandlung mit 0 bis 30 µM Hyperforin für 60 (A/B) bzw. 10 (C) min bei 37°C in Anwesenheit 
von 1 mM CaCl2 oder 1 mM EDTA mit 500 ng cPLA2 inkubiert. (A/B) Freigesetzte AA wurde über 
C18-Säulen aufgereinigt und mittels HPLC quantifiziert. (C) Proben wurden bei 150.000xg und 
37°C  zentrifugiert  und  Aliquots  des  Überstands  sowie  des  resuspendierten  Liposomenpellets 
wurden im Western Blot auf cPLA2 untersucht.
A BErgebnisse
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mit einem IC50 von 25,8 µM, in Liposomen mit 50% Cholesterol lag der IC50 sogar bei 5,5 
µM. Beide Effekte konnten in Anwesenheit von Triton-X-100 erneut aufgehoben werden 
(Abb. 3.20 A). 
Eine Aktivierung in Abwesenheit von Ca
2+ konnte nicht beobachtet werden (Abb. 3.20 B). 
Allerdings kam es bei der Durchführung der Versuche insbesondere in Abwesenheit von 
Ca
2+  zu  erheblichen  Differenzen  in  den  Messwerten.  Während  in  einem  Teil  der 
Ergebnisse eine klare Hemmung auftrat, kam es bei anderen Versuchsdurchführungen zu 
einer  leichten  Aktivierung.  Eine  je  nach  Liposomenqualität  qualitativ  oder  quantitativ 
Hyperforin [µM]
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Abb.  3.20  Einfluss  von  Hyperforin  auf  die  cPLA2-Aktivität  gegenüber  cholesterolhaltigen 
Vesikeln
Liposomen bzw. Mizellen aus PAPC mit 20  bzw. 50% Cholesterol wurden in Gegenwart von 
Hyperforin  (angegeben  sind  die  finalen  Hyperforinkonzentrationen  im  Reaktionsgemisch) 
hergestellt (C/D) oder vor dem Versetzen mit cPLA2 für 15 min mit 0 bis 30 µM Hyperforin 
behandelt (A/B). Die 60-minütige Inkubation erfolgte nach Zugabe von 1 mM CaCl2 (A/C) bzw. 1 
mM EDTA (B/D) und 500 ng cPLA2 bei 37°C. Freigesetzte AA wurde nach Derivatisierung mit p-
Anisidiumchlorid in der HPLC vermessen.Ergebnisse
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unterschiedliche  Einlagerung  von  Hyperforin  während  der  Inkubation  wurde  vermutet. 
Daher wurden zusätzlich Vesikel in Anwesenheit von Hyperforin hergestellt und auf diese 
Weise  eine  grundsätzliche  Integration  von  Hyperforin  in  die  Liposomen  gewährleistet. 
Weder die Vesikelintegrität noch die Freisetzung der AA in PAPC-Vesikeln wurden durch 
dieses Verfahren beeinträchtigt (Tab. 3.1 und Abb. 3.17 C/D). Die Effekte von Hyperforin 
als integraler Membranbestandteil differierten von den oben beschriebenen Befunden. In 
Anwesenheit  von  Ca
2+  konnte  keine  Hemmung  beobachtet  werden  (Abb.  3.20  C). 
Allerdings führte die Inkubation der Hyperforin-haltigen Vesikel mit 1 mM EDTA zu einer 
bis zu 3,3-fachen und 4,3-fachen Steigerung der Phospholipid-Hydrolyse in Liposomen mit 
20 und 50% Cholesterol. Durch Zugabe von Triton-X konnte diese Stimulation ebenfalls 
aufgehoben werden (Abb. 3.20 D).
Um  zu  klären,  ob  die  verstärkte  cPLA2-Aktivität  in  Abwesenheit  von  Ca
2+  mit  einer 
intensivierten Bindung der cPLA2 an die Liposomen einhergeht, wurden erneut Liposomen 
nach Inkubation mit cPLA2 abzentrifugiert und die im Überstand verbliebene cPLA2 und 
der  an  Membranbestandteile  gebundene  Enzym-Anteil  durch  SDS-PAGE  und  Western 
Blot  analysiert.  PAPC-Vesikel  mit  20  und  50%  Cholesterol  wurden  untersucht,  reine 
PAPC-Vesikel dienten als Kontrolle. In allen 3 Vesikelarten bedingte die Zugabe von Ca
2+
eine nahezu vollständige Bindung der cPLA2 an die Membranen, während in Abwesenheit 
von Ca
2+ das Enzym beinahe ausnahmslos im Überstand zu finden war. 
Der  Einbau  von  Hyperforin  in  PAPC-Vesikel  mit  50%  Cholesterol  führte  zu  einer 
Abnahme der Enzym-Konzentration im Überstand und zu einer vermehrten Bindung der 
cPLA2  an  die  Liposomen.  Die  Bindung  der  cPLA2  an  PAPC-Vesikel  konnte  durch 
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Abb.  3.21  Einfluss  von  Hyperforin 
auf  die  Bindung  der  cPLA2  an 
cholesterolhaltige Vesikeln
Multilamellare  Vesikel  der 
angegebenen  Zusammensetzung 
wurden in Gegenwart von 0 bis 30 µM 
Hyperforin  hergestellt  und  nach 
Zugabe von 1 mM CaCl2 oder 1 mM 
EDTA  mit  500  ng  aufgereinigter 
cPLA2 für 10 min bei 37°C  inkubiert. 
Nach Abzentrifugieren der Liposomen 
bei  150.000xg  und  37°C  wurde  die 
Verteilung  der  cPLA2  zwischen 
Überstand  und  liposomaler  Fraktion 
im Western Blot analysiert.
PAPCErgebnisse
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Vesikeln  war  trotz  der  Hyperforin-induzierten  Aktivitätssteigerung  kein  Effekt  auf  die 
Membranbindung nachweisbar (Abb. 3.21).
3.5.5 Lipid-Raft-Strukturen
Der Einfluss von Lipid Rafts auf der Regulation der cPLA2 ist noch unklar, anhand von 
Literaturindizien  lässt  sich  aber  eine  Rolle  dieser  Membrandomänen  postulieren  [133, 
152]. Daher sollten diese Strukturen auch im Zusammenhang mit der Hyperforin-Wirkung 
beurteilt  werden.  Zur  Simulation  von  Lipid  Rafts  wurde  die  Mischung  der  drei 
Komponenten  PAPC,  Sphingomyelin  (SM)  und  Cholesterol  im  Verhältnis  1:1:1 
verwendet,  da  Cholesterol  in  Anteilen  von  30  –  40%  in  Mischungen  aus  SM  und 
ungesättigtem PC Phasentrennungen induziert [142, 143].  
Ähnlich wie im Fall der Cholesterol-Vesikel konnte auch hier ein leichter Effekt auf die 
absolute  AA-Freisetzung  festgestellt  werden  (2,9-fache  Aktivierung;  Abb.  3.15  A). 
Hyperforin  konnte  die  Freisetzung  der  AA  mit  einem  IC50  von  4,4  µM  auf  eine 
Restaktivität von 38% bei 10 µM Hyperforin senken. Bei 30 µM Hyperforin stieg die AA-
Freisetzung wieder leicht an (Abb. 3.22 A). In Abwesenheit von Ca
2+ induzierten 30 µM 
Hyperforin ebenfalls eine Erhöhung der Phospholipid-Hydrolyse, die eine im Vergleich 
zur  Negativkontrolle  7,3-fach  gesteigerte  AA-Freisetzung  bewirkte  (Abb.  3.22  B).  Die 
durch 30 µM Hyperforin freigesetzte AA-Menge in Anwesenheit von Ca
2+ (13,3 pmol / 
100 ng cPLA2 / h) entsprach in etwa der freigesetzten AA in Abwesenheit von Ca
2+ (11,4 
pmol  /  100  ng  cPLA2  /  h).  Im  Mizellen-basierten  Assay  konnten  beide  Effekte  nicht 
beobachtet werden.
Die Hemmung der cPLA2-Aktivität in Gegenwart von Ca
2+ stand auch im Lipid-Rafts-
System nicht mit der Membranbindung im Zusammenhang. 1 mM Ca
2+ induzierten die 
Assoziation der cPLA2 mit den Liposomen unabhängig von der vorliegenden Hyperforin-
Konzentration.  Die  Aktivierung  der  cPLA2  in  Abwesenheit  von  Ca
2+  spiegelte  sich 
hingegen in den Befunden des Bindungs-Assays wieder. Trotz Anwesenheit von 1 mM 
EDTA konnte eine Umverteilung der cPLA2 an die Membranfraktion bei Anwesenheit von 
30 µM Hyperforin beobachtet werden (Abb. 3.22 C). Ergebnisse
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Abb. 3.22 Effekte von Hyperforin gegenüber Vesikeln mit Lipid-Raft-Charakter
(A-C) Liposomen bzw. Triton-X-100-Mizellen (A/B) oder Multilamellare Vesikel (C) wurden aus 
PAPC, Sphingomyelin und Cholesterol im Verhältnis 1:1:1 hergestellt, mit 1 mM CaCl2 oder 1 
mM EDTA und 15 min vor Reaktionsstart mit 0 bis 30 µM Hyperforin versetzt und für 60 (A/B) 
bzw. 10 min (C) bei 37°C mit 500 ng cPLA2 inkubiert. (D) Liposomen der Zusammensetzung 
PAPC/Sphingomyelin/Cholesterol  (1:1:1)  wurden  in  Anwesenheit  ansteigender  Mengen 
Hyperforin  (finale  Konzentrationen  im  Reaktionsgemisch:  0  bis  30  µM)  hergestellt  und  nach 
Zugabe von 1 mM CaCl2 (volle Kreise) oder 1 mM EDTA (leere Kreise) für 60 min bei 37°C mit 
500 ng cPLA2 inkubiert. (A/B/D). Freigesetzte AA wurde mit p-Anisidiumchlorid umgesetzt und in 
der  HPLC  detektiert.  (C)  Liposomen  wurden  durch  Zentrifugation  bei  150.000xg  und  37°C 





Analog  zu  Cholesterol-beladenen  Vesikeln  mit  integriertem  Hyperforin  wurden  auch 
Lipid-Raft-Vesikel  in  Anwesenheit  von  Hyperforin  hergestellt  und  der  Einbau  von 
Hyperforin in die Membranen somit sichergestellt. 
Vergleichbar zu Cholesterol-Liposomen konnte auch hier keine Hemmung in Anwesenheit 
von Ca
2+ festgestellt werden. Im Gegensatz zu Vesikeln mit Cholesterol war aber auch 
keine Aktivierung unter 1 mM EDTA zu beobachten (Abb. 3.22 D).
3.5.6 PAPC/DPPC-Vesikel
Da Cholesterol und Sphingomyelin neben ihren speziellen strukturgebenden Eigenschaften 
auch membranverdichtende Wirkung aufzeigen, sollte eine Membranverdichtung mit Hilfe 
von  ungesättigten  Fettsäuren  ohne  Veränderungen  in  der  Kopfgruppe  erreicht  werden. 
Daher wurden Vesikel mit einem Anteil von 30% DPPC konzipiert. 
Hinsichtlich der AA-Freisetzung in Absolutwerten waren diese Liposomen vergleichbar 
mit Cholesterol- und Lipid-Raft-Vesikeln (2,4-fache Aktivierung; Abb. 3.15 A). Allerdings 
traten  kaum  vergleichbare  Hyperforin-Effekte  auf.  Die  Inkubation  von  DPPC-haltigen 
Liposomen  mit  Hyperforin  führte  nicht  zu  einer  Hemmung  oder  Aktivierung  der  AA-
Hyperforin [µM]
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Abb. 3.23 Wirkung von Hyperforin auf die AA-Freisetzung aus PAPC/DPPC-Liposomen
Liposomen aus PAPC mit 30% DPPC wurden 15 min vor dem Reaktionsstart mit 0 bis 30 µM 
Hyperforin behandelt (A)  oder in Gegenwart von Hyperforin hergestellt (B). Die 60-minütige 
Inkubation erfolgte in Gegenwart von 1 mM CaCl2 (volle Kreise) bzw. 1 mM EDTA (leere Kreise) 
und 500 ng cPLA2 bei 37°C. Freigesetzte AA wurde nach Derivatisierung mit p-Anisidiumchlorid 
in der HPLC vermessen.Ergebnisse
79
Freisetzung (Abb. 3.23 A). In Liposomen integriert konnte Hyperforin die AA-Freisetzung 
in Abwesenheit von Ca
2+ schwach (1,9-fach) verstärken (Abb. 3.23 B).
3.5.7 PAPE-Vesikel
Hyperforin [µM]
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Abb. 3.24 Hyperforin-Effekte auf die Hydrolyse von PAPE
(A/B)  Liposomen  (durchgezogene  Linie)  bzw.  Triton-X-100-Mizellen  (gestrichelte  Linie)  aus 
PAPE wurden nach 15-minütiger Inkubation mit Hyperforin in Gegenwart von 1 mM CaCl2 (volle 
Symbole) bzw. 1 mM EDTA (leere Symbole) für 60 min bei 37°C mit cPLA2 inkubiert. Freigesetzte 
AA  wurde  in  der  HPLC  quantifiziert.  (C)  PAPE-Liposomen  wurden  in  Gegenwart  von 
ansteigenden  Konzentrationen  Hyperforin  hergestellt  (Endkonzentration  von  Hyperforin  im 
Reaktionsgemisch: 0 bis 30 µM). Nach Inkubation der Liposomen nach Zugabe von 1 mM CaCl2
(volle Kreise) oder 1 mM EDTA (leere Kreise) und 500 ng cPLA2 bei 37°C für 60 min wurde die 
freigesetzte AA in der HPLC analysiert. (D) Multilamellare Vesikel aus PAPE wurden nach 15-
minütiger Vorbehandlung mit Hyperforin und 60-minütiger Inkubation mit 500 ng cPLA2 (1 mM 
Ca
2+ oder 1 mM EDTA) bei 150.000xg und 37°C abzentrifugiert und cPLA2 im Überstand und 
Liposomenpellet wurde im Western Blot analysiert.Ergebnisse
80
Sowohl in Thrombozyten als auch in PMNL stellt PE neben PC ein Hauptsubstrat der 
cPLA2  dar  [96,  97],  daher  wurden  Liposomen  aus  PAPE  generiert  und  in  die 
Enzymaktivitäts- und Membranassoziationsanalysen mit einbezogen. Die Tendenz von PE 
zur  Ausbildung  nicht-lamellarer  Phasen  [105]  erschwerte  die  Bildung  unilamellarer 
Vesikel mit Größen unter 200 µM. So stellten sich PAPE-Liposomen trotz Extrusion als 
Mischungen größerer, wahrscheinlich multilamellarer und unhomogener Vesikel dar (Tab. 
3.1). Da dennoch nachweislich Liposomen erzeugt wurden, konnte von der Ausbildung 
einer Membranoberfläche mit PE-spezifischer Physiognomie ausgegangen werden. Die aus 
der  veränderten  Oberflächenstruktur  resultierende  verbesserte  Substratzugänglichkeit  in 
PAPE-Liposomen  [106]  spiegelte  sich  in  einer  gegenüber  PAPC-Vesikeln  5,1-fach 
gesteigerten  AA-Freisetzung  wieder,  wenn  auch  PAPC  in  Mizellenassays  bevorzugt 
hydrolysiert wurde (Abb. 3.15). 
Aus der Behandlung von PAPE-Liposomen mit Hyperforin resultierte erneut eine leichte 
Hemmung der AA-Freisetzung in Gegenwart von Ca
2+ (IC50 = 9,9 µM; Abb. 3.24 A). In 
Abwesenheit  von  Ca
2+  hingegen  kam  es  zu  einer  bis  zu  5,2-fachen  Steigerung  der 
Phospholipid-Hydrolyse, die bei 10 µM Hyperforin maximal war (Abb. 3.24 B). Beide 
Effekte  wurden  im  Mizellen-basierten  Assay  stark  abgeschwächt.  Die  Inkubation  von 
PAPE-Vesikeln mit eingebautem Hyperforin führte nicht zu einer Veränderung der cPLA2-
Aktivität (Abb. 3.24 C).
Durch die veränderte Struktur der PAPE-Liposomen wurde, wie schon für POPE-Vesikel 
beschrieben  [103],  auch  die  Abzentrifugation  und  Resuspension  von  multilamellaren 
Vesikeln  erschwert,  so  dass  insbesondere  in  der  abgetrennten  liposomalen  Fraktion 
deutliche  Schwankungen  im  Proteingehalt  auftraten.  Dennoch  konnten  hauptsächlich 
anhand der Veränderungen in der ungebundenen cPLA2-Fraktion Rückschlüsse in Bezug 
auf die Membranbindung getroffen werden. So wurde auch hier eine starke Assoziation der 
cPLA2 mit Liposomen in Gegenwart von Ca
2+ festgestellt. Hyperforin hingegen konnte 
trotz der Aktivitätssteigerung keine eindeutige Bindung an Membranen hervorrufen (Abb. 
3.24 D).  
3.5.8 Zusammenfassung der Hyperforin-Effekte in Liposomen 
In  der  Tabelle  3.2  sind  die  Effekte  von  Hyperforin  an  den  untersuchten  Liposomen 
zusammengefasst. Während die Stimulation der cPLA2 mittels direkter Aktivatoren durch 
Hyperforin kaum beeinflusst wurde, zeigte Hyperforin eine prominente Inhibition (IC50 < Ergebnisse
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10 µM) der AA-Freisetzung aus Vesikeln mit PAPC plus POG, Chol (50%) und Lipid 
Rafts  sowie  mit  PAPE.  Eine  Aktivierung  in  Abwesenheit  von  Ca
2+  konnte  bei  der 
Untersuchung  von  Lipid-Raft-Strukturen  und  PAPE-Vesikeln  gefunden  werden. 
Ausserdem  bewirkte  die  Integration  von  Hyperforin  in  PAPC/Chol-Vesikel  eine 
gesteigerte Phospholipid-Hydrolyse trotz Abwesenheit von Ca
2+.
mit Hyperforin inkubiert mit eingebautem Hyperforin
1 mM EDTA 1 mM Ca
2+ 1 mM EDTA 1 mM Ca
2+
PAPC k.E. k.E. k.E. k.E.
PAPC/C1P 5% k.E. Inhibition 
IC50 > 30 µM
PAPC/PIP2 3% Inhibition 
IC50 = 25 µM
Inhibition
IC50 = 13,2 µM
PAPC/Cer 10% k.E. k.E.
PAPC/POG 33% Inhibition 
IC50 = 2,9 µM
Inhibition 
IC50 = 7,6 µM
PAPC/SM/Chol (1:1:1) Aktivierung 
7,3-fach
Inhibition 
IC50 = 4,4 µM k.E. k.E.
PAPC/Chol 20% k.E. Inhibition 





IC50 = 5,5 µM
Aktivierung 
4,3-fach k.E.





IC50 = 9,9 µM k.E. k.E.
3.5.9 Effekte von O-Methylhyperforin auf die cPLA2 im zellfreien 
System
Da  die  Veresterung  der  vinylogen  Säurefunktion  des  Hyperforins  dessen  Effekte  in 
intakten Zellen aufhob, wurde der Einfluss von O-Methylhyperforin auf die cPLA2 auch 
im  zellfreien  Assay  untersucht.  Dabei  wurden  die  Liposomenmischungen  evaluiert,  in 
denen  Hyperforin  die  cPLA2  hemmte  oder  aktiviert.  Tatsächlich  bewirkte  O-
Tab.  3.2  Zusammenfassung  der  Effekte  von  Hyperforin  auf  die  cPLA2-Aktivität  im 
Liposomenassay 
Die  Effekte  von  Hyperforin  nach  Zugabe  15  min  vor  Reaktionsstart  bzw.  von  in  Liposomen 
eingebautem  Hyperforin  auf  die  Aktivität  der  cPLA2  gegenüber  Vesikeln  der  angegebenen 
Zusammensetzung sind aufgeführt. Stärkere Effekte (IC50 < 10 µM bzw. > 2-fache Aktivierung) 
sind fett gedruckt, k.E. indiziert keinen Effekt.Ergebnisse
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Methylhyperforin konzentrationsabhängig die Freisetzung der AA. Im Gegensatz zu den 
differenzierten Wirkungen des Hyperforins ergab sich allerdings nach Inkubation mit O-
Methylhyperforin  bzw.  nach  dessen  Einbau  (PAPC/Chol)  sowohl  in  An-  als  auch  in 
Abwesenheit  von  Ca
2+  eine  verstärkte  AA-Freisetzung,  die  auch  in  reinen  PAPC-
Liposomen beobachtet werden konnte. Eine Ausnahme stellten PAPC/POG-Vesikel dar, 
deren Hydrolyse durch O-Methylhyperforin nicht beeinträchtigt wurde (Abb. 3.25). 
3.6 Beeinflussung der Fluidität von Lipidaggregaten durch 
Hyperforin
In weiteren Untersuchungen sollte verifiziert werden, ob dem dargestellten Effekt auf die 
cPLA2 eine Beeinflussung von Membranstrukturen zu Grunde liegen kann.
Aus der Literatur ist bekannt, dass unter anderem die Dichte zellulärer Membranen durch 
Hyperforin beeinflusst wird [249, 250]. Daher sollte hier der Einfluss von Hyperforin auf 
die  Dichte  der  untersuchten  künstlichen  Liposomen  herausgearbeitet  werden.  Die 
Messungen wurden mit  Hilfe von in Vesikel eingebautem  Laurdan durchgeführt  (Abb. 
3.26  A),  dessen  Fluoreszenzspektrum  sich  in  Abhängigkeit  von  der  Membranfluidität 
A
O-Methylhyperforin [µM]


















































































































Abb. 3.25 Effekte von O-Methylhyperforin im Liposomenassay
(A) In Gegenwart von 1 mM CaCl2 wurden Liposomen in den angegebenen Zusammensetzungen 
für 15 min mit Hyperforin behandelt und nach anschließender Inkubation mit 500 ng cPLA2 für 
60 min wurde die freigesetzte AA quantifiziert. (B) Liposomen aus PAPC, PAPC plus SM und 
Cholesterol  oder  PAPE  wurden  in  Gegenwart  von  1  mM  EDTA  für  15  min  mit  Hyperforin 
behandelt  bzw.  Liposomen  aus  PAPC  plus  Cholesterol  wurden  in  Gegenwart  von  steigenden 
Mengen Hyperforin hergestellt (Hyperforin-Endkonzentration im Reaktionsgemisch: 0 bis 30 µM). 
Nach 60-minütiger Inkubation bei 37°C mit 500 ng cPLA2 wurde die freigesetzte AA mittels HPLC 
detektiert.Ergebnisse
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zwischen den Maxima bei 435 nm und 500 nm bewegt (Abb. 3.26 B). Der GP-Wert wurde, 
wie in Material und Methoden beschrieben, als Relation zwischen beiden Maxima ermittelt 
und gilt als Maß für die Beweglichkeit der Lipide in der Membran, wobei ein zunehmender 
GP-Wert wachsende Rigidität indiziert. 
GP absolut
(ohne Hyperforin): 0,17 -0,02 0,33 -0,03 0,41 -0,08 -0,28 -0,26
Abb. 3.26 Hyperforin moduliert die Dichte von Liposomen
(A) Laurdan (B/C) Liposomen der angegebenen Zusammensetzung wurden wie in Material und 
Methoden  beschrieben  mit  1  mol%  Laurdan  hergestellt  und  bei  37°C  bei  einer 
Anregungswellenlänge von 360 nm über einen Emissionswellenlängenbereich von 390 bis 560 nm 
im  Fluoreszenzspektrometer  vermessen.  Aus  den  Fluoreszenzintensitäten  bei  435  und  500  nm 
wurde der GP-Wert (GP = (F435-F500)/(F435 + F500) ermittelt. (B) Dargestellt sind Beispielspektren 
für  Liposomen  aus  PAPC  und  PAPC  mit  50%  Cholesterol.  (C)  Liposomen  wurden  vor  der 
Messung  für  15  min  mit  30  µM  Hyperforin  inkubiert  oder  in  Gegenwart  von  Hyperforin 
hergestellt (Endkonzentration in der Probe: 30 µM) und die Differenzen zwischen den GP-Werten
der Kontrollvesikel und der Liposomen mit Hyperforinbehandlung wurden ermittelt. Die absoluten 
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Bei  den  Untersuchungen  ergaben  sich  in  Abhängigkeit  vom  Aufbau  der  Vesikel 
unterschiedliche  Einflüsse  durch  Hyperforin.  Eine  verringerte  Membranfluidität  wurde 
durch Hyperforin in PAPC-, PAPC/Cer-, PAPC/POG- und Lipid-Raft-Vesikeln bewirkt. In 
Cholesterol- und DPPC-haltigen Vesikeln hingegen führte Hyperforin zu einer Abnahme 
der  Membrandichte.  Dabei  gab  es  in  PAPC-basierten  Liposomen  keinen  qualitativen 
Unterschied dahingehend, ob Vesikel für 15 min vor der Messung mit Hyperforin versetzt 
wurden oder ob Hyperforin bei der Bildung der Vesikel anwesend war. Die Dichte von 
PAPE-Vesikeln hingegen wurde durch Inkubation der Liposomen mit Hyperforin gesenkt, 
während  der  Einbau  von  Hyperforin  während  der  Vesikelherstellung  zur  Bildung  von 
Liposomen mit erhöhter Rigidität führte.
3.7 NMR-Analyse der Einlagerung von Hyperforin in (D31)POPC-
Vesikel
Die Einlagerung von Hyperforin in Membranen wurde mit Hilfe der zweidimensionalen 
1H-MAS-NMR-NOESY-Analyse  von  multilamellaren  Vesikeln  mit  integriertem 
Hyperforin  (22  mol%)  sowie  hyperforinfreien  Liposomen  in  Zusammenarbeit  mit  der 
Arbeitsgruppe von Prof. Glaubitz, Universtität Frankfurt evaluiert. Auf Grund von starken 
Überlagerungen  der  Spektren  von  Hyperforin  und  PAPC-Lipiden  wurde  dabei  auf 
teilweise  deuteriertes  1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-PC  ((D31)POPC) 
zurückgegriffen,  wodurch  die  Resonanzdichte  des  Lipidspektrums  reduziert  und  eine 
ausreichende  Differenzierung  zwischen  Lipid-  und  Hyperforinsignalen  erreicht  wurde 
(Abb. 3.27). Nach Zuordnung der Resonanzen zu Hyperforin- und Lipidprotonen [326, 
327]  konnte  durch  Analyse  der  Kreuzpeaks  über  die  Zeit  der  Magnetisierungstransfer 
zwischen räumlich nahen Kernen ermittelt werden. Diese Kreuzrelaxationsraten wurden 
als Marker für die Aufenthaltswahrscheinlichkeit der einzelnen Hyperforinkerne in Bezug 
auf die Lipiddoppelschicht genutzt (Abb. 3.28). Starke Kreuzrelaxationen zwischen den 
terminalen Protonen der Isoprenylgruppen des Acylphloroglucinols und den Kernen der 
Fettsäurereste  weisen  somit  auf  eine  Penetration  dieser  Reste  in  den  hydrophoben 
Membrankern hin. Mit zunehmender Nähe zum sauerstoffreichen  Bizyklus nehmen die 
Interaktionen  der  Hyperforinkerne  zu  den  Fettsäureresten  sowie  auch  dem 
Glycerolrückgrat  ab,  so  dass  auf  einer  Lokalisation  des  Bizyklus  außerhalb  dieser 
Regionen geschlossen werden kann. Ergebnisse
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Abb. 3.27 2-D 
1H MAS-NMR-NOESY Spektrum 
Beispielspektrum für  (31D)POPC Liposomen mit 
22  mol%  Hyperforin  (aufgenommen  in  der 
Arbeitsgruppe  Prof.  Glaubitz,  Universität 
Frankfurt).
Das  den  Diagonalpeaks  entsprechende  1-D-
Spektrum  sowie  das  1-D-Spektrum 
hyperforinfreier Liposomen sind aufgetragen, die 
zusätzlichen Hyperforinpeaks sind hervorgehoben. Ergebnisse
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Abb. 3.28 Kreuzrelaxationsraten  
In Zusammenarbeit mit der Arbeitsgruppe Prof. Glaubitz, Universität Frankfurt, wurden 
2-D 
1H-MAS-NMR-NOESY-Spektren  von  (31D)POPC  Liposomen  mit  22  mol% 
Hyperforin sowie hyperforinfreien Liposomen wie in Material und Methoden beschrieben 
aufgenommen.  Die  Kreuzrelaxationsraten  zwischen  den  angegebenen  Hyperforin-  und 
Lipidprotonen sind als Indikatoren für die räumliche Nähe dieser Kerne aufgetragen.Diskussion
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4 Diskussion
4.1 Der Einfluss von Hyperforin auf die cPLA2 in PMNL und 
Thrombozyten
Hyperforin ist ein wichtiger Bestandteil des Johanniskrauts, der zum pharmakologischen 
Spektrum der Hypericum-Extrakte entscheidend beiträgt. Im Tiermodell erwies es sich als 
wirksam  gegen  Depressionen  und  zeigte  antientzündliches,  antibakterielles  und 
antitumorales Potential [222, 226]. In der Entzündungskaskade spielt die Bildung von pro-
inflammatorischen Mediatoren, wie Prostaglandinen und Leukotrienen, eine zentrale Rolle. 
Die in diese Kaskade involvierten Enzyme 5-LO und COX-1 werden durch Hyperforin 
potent gehemmt, während COX-2, 12- und 15-LO in ihrer enzymatischen Aktivität nicht 
beeinträchtigt werden [272]. 
In  der  vorliegenden  Arbeit  wurde  die  Wirkung  von  Hyperforin  auf  die  cPLA2  näher 
untersucht, die für die Freisetzung von AA aus Phospholipiden und somit für den ersten 
Schritt  in  der  Eikosanoid-Produktion  sowie  für  die  Bildung  von  Lysophospholipiden 
primär verantwortlich ist [156, 163]. Insbesondere in Leukozyten und Thrombozyten, in 
denen sie erstmalig nachgewiesen wurde [328, 329], ist sie für die physiologische und 
pathophysiologische Eikosanoid-Produktion essentiell [162]. 
In Leukozyten dient freigesetzte AA vor allem als Substrat für Lipoxygenasen [162]. AA 
ist in diesen Zellen hauptsächlich in Plasmalogen und in 1-O-alkyl-PC (63% aller PC) 
verestert, so dass die Hydrolyse von PC hier primär zur Freisetzung von 1-O-alkyl-lyso-
PC, einem Vorläufer von PAF, führt [98, 163].  In Thrombozyten hingegen ist nur ein 
geringer  Anteil  der  AA  in  1-O-alkyl-PC  gebunden,  wodurch  die  PAF-Produktion 
eingeschränkt wird [96]. Freigesetzte AA wird in Thrombozyten zum größten Teil durch 
12-LO zu 12-H(P)ETE und weiterhin durch COX-1 zu TXA2 verstoffwechselt [162]. 
Sowohl in humanen Thrombozyten als auch in humanen PMNL wurden die Effekte von 
Hyperforin auf die cPLA2 evaluiert und dabei überraschend widersprüchliche Ergebnisse 
erhalten.
In  PMNL  hemmte  Hyperforin  die  AA-Freisetzung  nach  Stimulation  der  Zellen  mit 
Ionophor A23187 mit einem IC50 von 1,9 µM und somit ähnlich potent wie die 5-LO- und 
COX-1-Aktivität in intakten PMNL und Thrombozyten (IC50 = 0,3 bis 3 µM) [272]. Auch 
nach  Aktivierung  der  PMNL  mit  dem  ATPase-Inhibitor  Thapsigargin  und  in 
differenzierten monozytären MM6 konnte die Hemmung der cPLA2-Aktivität reproduziert Diskussion
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werden.  fMLP  plus  PMA  steigerten  die  AA-Freisetzung  aus  PMNL  nur  sehr 
eingeschränkt, so dass hier keine Hemmung durch Hyperforin beobachtet werden konnte. 
Im  Gegensatz  dazu  wurde  eine  leicht  erhöhte  Aktivität  der  cPLA2  nach  15-minütiger 
Hyperforin-Vorbehandlung beobachtet. Da die Inkubation mit Hyperforin allerdings auch 
nach der Stimulation mit DMSO (Lösungsmittel für fMLP und PMA) die AA-Freisetzung 
im gleichen Maße schwach erhöhte, kann nicht auf einen direkten Zusammenhang mit den 
Stimuli fMLP und PMA geschlossen werden, sondern auf einen eventuellen schwachen 
Einfluss  von  Hyperforin  selbst.  In  Inkubationen  bei  37°C  für  5  min  sowie  über  einen 
Zeitraum  von  bis  zu  30  min  wich  die  AA-Freisetzung  nach  Hyperforin-Behandlung 
allerdings nicht von der Lösungsmittelkontrolle ab.
In  Thrombozyten  wurde  keine  Hemmung  der  A23187-stimulierten  cPLA2-Aktivität 
festgestellt. Die Thrombin-stimulierte AA-Freisetzung hingegen wurde durch Hyperforin 
bereits ab 1 µM reduziert. Die Untersuchung der Ca
2+-Freisetzung zeigte dabei, dass dieser 
Effekt eher einer Senkung des Thrombin-induzierten Ca
2+-Einstroms zugerechnet werden 
kann, welcher mit einem IC50 von 1,2 µM gehemmt wurde. Dieser Befund weist auf eine 
Hemmung  der  G-Protein-gekoppelten  Ca
2+-Freisetzung  hin,  wie  sie  schon  in  PMNL 
beobachtet  wurde  [266]  und  könnte  auch  den  unterschiedlich  starken  COX-1-
Antagonismus von Hyperforin in  Thrombozyten nach Stimulation mit A23187 (IC50 = 3 
µM) und mit Thrombin (IC50 = 0,3 µM) erklären [272]. 
Interessanterweise  führte  die  direkte  Stimulation  von  Thrombozyten  mit  Hyperforin  zu 
einer 2,6-fachen Erhöhung der AA-Freisetzung, die bei 10 µM Hyperforin ihr Maximum 
erreichte. Bereits im Vorfeld dieser Arbeit wurde eine verstärkte 12-H(P)ETE-Produktion 
in  Hyperforin-behandelten  Thrombozyten  beobachtet,  die  durch  Zugabe  von  AA 
aufgehoben  werden  konnte  (Vorarbeiten  von  Dr.  Christian  Feisst).  Aus  weiteren 
Untersuchungen  der  12-LO-Aktivität  in  zytosolischen  Fraktionen  von 
Thrombozytenlysaten  ergab  sich  der  Schluss,  dass  primär  nicht  die  12-LO  durch 
Hyperforin beeinflusst wird, sondern dass dies auf einer vermehrten Bereitstellung der AA 
basiert. Sowohl die Freisetzung von AA, als auch die Bildung von 12-H(P)ETE wurde 
durch einen Pyrrolidin-1-ähnlichen cPLA2α-Inhibitor [211] unterbunden, woraus auf eine 
Beteiligung der cPLA2 an der AA-Freisetzung geschlossen werden kann. 
Die hier ermittelten inhibitorischen bzw. aktivierenden Hyperforinkonzentrationen sind mit 
der  bisher  beschriebenen  antiinflammatorischen  und  antitumoralen  Potenz  des 
Acylphloroglucinols vergleichbar [266, 272, 276, 277, 330]. Sie liegen allerdings über der 
beschriebenen  durchschnittlichen  Plasmakonzentration  von  0,2  µM,  die  nach  der Diskussion
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Applikation von 900 mg Johanniskrautextrakt pro Tag erreicht werden kann [331]. Auf 
Grund  der  Akkumulation  von  Hyperforin  in  lipophileren  Geweben  oder 
Zellkompartimenten könnten regioselektiv dennoch mikromolare Spiegel auftreten. Und 
bei topischer Applikation in Form von hyperforinhaltigen Cremes [271] liegt ohnehin ein 
verändertes Pharmakokinetik-Profil vor. Die Inhibition der cPLA2 durch 2 µM Hyperforin 
könnte somit durchaus pharmakologisch relevant sein. Inwieweit allerdings die Freisetzung 
von 12-H(P)ETE aus Thrombozyten bei normaler Johanniskrautextraktanwendung auftritt 
ist  fraglich.  Auf  Grund  der  im  Vergleich  zu  PMNL  gegensätzlichen  Effekte  war  eine 
weitere Untersuchung dieses Befundes dennoch von Interesse. 
4.2 Mechanistische Untersuchungen
Weiterhin wurde in dieser Arbeit der mechanistische Hintergrund der beobachteten Effekte 
untersucht. Insbesondere vor dem Hintergrund der widersprüchlichen Befunde stellte sich 
die Frage, ob Hyperforin zelltypspezifisch in die zelluläre Regulation der cPLA2 eingreift 
oder ob mögliche direkte Effekte zum Tragen kommen. Daher wurden die Translokation 
des  Enzyms,  der  Einfluss  des  Ca
2+-Spiegels,  die  Phosphorylierungswege  sowie  direkte 
Effekte auf das Enzym und die Bedeutung von Membranstrukturen untersucht.
4.2.1 Translokation
Eine  Vorraussetzung  für  die  Spaltung  von  Phosopholipiden  ist  die  Translokation  der 
cPLA2 an intrazelluläre Membranen. Dabei kommen insbesondere Membranen des Golgi, 
des ER, Kernmembranen und zum Teil auch Plasmamembranen in Frage [38, 41, 156]. In 
PMNL wurde nach A23187-Stimulation eine Kotranslokation der cPLA2 mit der 5-LO an 
Kernmembranen beschrieben [332], wohingegen nach Stimulation durch fMLP oder PAF 
partial auch eine Bindung der cPLA2 an Plasmamembranen nachgewiesen wurde, wo die 
cPLA2 die Rekrutierung der NADPH-oxidase forciert [41]. In kernlosen Thrombozyten 
hingegen stellt die Plasmamembran die Hauptzielstruktur dar [49]. 
Eine Beurteilung des Einflusses von Hyperforin auf die Translokation der cPLA2 in PMNL 
ist  in  der  vorliegenden  Arbeit  nicht  gelungen.  In  Thrombozyten  hingegen  wurde  nach 
Behandlung  mit  steigenden  Hyperforinkonzentrationen  eine  Lokalisation  der  cPLA2  in 
Membrankompartimenten  beobachtet.  Im  Gegensatz  zur  AA-Freisetzung  nahm  dieser Diskussion
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Effekt aber bei 30 µM Hyperforin nicht ab, sondern stieg konzentrationsabhängig weiter 
an. 
4.2.2 Modulation des intrazellulären Ca
2+-Spiegels
Der Anstieg von intrazellulärem Ca
2+ auf 100 – 300 nM stellt den wichtigsten Antrieb in 
der Aktivierung der cPLA2 dar [31, 32], scheint aber, abgesehen von der Hemmung der 
Thrombin-induzierten AA-Freisetzung in Thrombozyten, für die Hyperforin-vermittelten 
Effekte  nicht  von  Bedeutung  zu  sein.  Der  G-Protein-gekoppelte  Anstieg  der  Ca
2+-
Konzentration  kann  durch  Hyperforin  beeinträchtigt  werden,  allerdings  können  keine 
Effekte  auf  den  Ionophor-  oder  Thapsigargin-induzierten  Ca
2+-Einstrom  nachgewiesen 
werden  [266].  Dennoch  führte  die  Behandlung  von  Ionophor-  und  Thaspsigargin-
stimulierten PMNL mit Hyperforin zur verminderten AA-Freisetzung. In Thrombozyten 
induzierte  Hyperforin  einen  sofortigen  schwachen  Ca
2+-Einstrom,  durch  den  der 
intrazelluläre Ca
2+-Spiegel nach 80 s um durchschnittlich 123 nM anstieg. Jedoch konnten 
die Effekte von Hyperforin durch die Behandlung der Zellen mit 1 mM EDTA und 30 µM 
BAPTA,  trotz  nachgewiesener  völliger  Entfernung  des  intrazellulären  Ca
2+,  nicht 
aufgehoben  werden.  Sowohl  die  Freisetzung  von  AA,  als  auch  die  Bildung  von  12-
H(P)ETE  und  die  Translokation  der  cPLA2  an  Membranen  wurden  unvermindert 
beobachtet. Ein möglicher Beitrag der Ca
2+-unabhängigen iPLA2 [101, 333] wurde durch 
Behandlung der Zellen mit dem iPLA2-Inhibitor BEL ausgeschlossen. Interessanterweise 
reduzierte der extrazelluläre sPLA2-Inhibior DTT in Abwesenheit von Ca
2+, jedoch nicht 
unter physiologischen Bedingungen mit 1 mM extrazellulärem Ca
2+, die Freisetzung von 
AA. Da die sPLA2 allerdings eine stärkere Ca
2+-Abhängigkeit als die cPLA2 aufweist, ist 
unklar, inwieweit dieser Effekt auf eine tatsächliche Beteiligung dieser Enzymfamilie oder 
auf unspezifische DTT-Effekte zurückzuführen ist. 
Eine Aktivierung der cPLA2 ohne Steigerung der basalen Ca
2+-Spiegel kann (zumindest in 
Makrophagen)  auch  nach  Stimulation  mit  LPS,  Okadainsäure  oder  Phorbolestern 
beobachtet  werden  [93,  334].  Die  Phosphorylierung  des  Enzyms  (siehe  unten),  die 
unterstützende Membran-Assoziation der katalytischen Domäne der cPLA2 [45, 46] und 
die direkte Interaktion mit den Membrankomponenten PIP2 oder C-1-P [106, 108, 121]
können  diese  Ca
2+-unabhängigen  Effekte  vermitteln.  Eine  Aktivierung  der  cPLA2  in 
völliger  Abwesenheit  von  Ca
2+,  wie  sie  hier  gezeigt  wird,  wurde  aber  bisher  nur  für 
Boswelliasäuren, ein weiterer antiinflammatorischer Naturstoff, nachgewiesen [335].Diskussion
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4.2.3 Phosphorylierung der cPLA2
In Thrombozyten und PMNL phosphorylieren p38MAPK, ERK-1/2 und Mnk1 die cPLA2
an  Ser505  und  Ser727  und  führen  damit  zu  einer  2-  bis  3-fachen  Erhöhung  der 
Enzymaktivität [53, 56-58, 62, 336, 337]. 
In  PMNL  konnte  die  Behandlung  mit  Hyperforin  die  Ionophor-  ebenso  wie  die 
fMLP/PMA-stimulierte  Phosphorylierung  der  genannten  Kinasen  bis  zu  einer 
Konzentration von 10 µM nicht beeinflussen. In Thrombozyten hingegen resultierte aus 
der  Stimulation  mit  10  -  30  µM  Hyperforin  eine  Aktivierung  der  p38MAPK  und 
korrelierende  Phosphorylierung  der  cPLA2  an  Ser505,  die  in  ihrer  Stärke  mit  der 
Thrombin-induzierten  Phosphorylierung  vergleichbar  war,  im  Gegensatz  zu  dieser  aber 
auch  in  Abwesenheit  von  Ca
2+  auftrat.  ERK-1/2  und  Mnk1  hingegen  wurden  durch 
Hyperforin nicht aktiviert, obwohl eine Phosphorylierung der Mnk1 durch p38MAPK zu 
erwarten gewesen wäre [64]. Die Behandlung von Hyperforin-stimulierten Thrombozyten 
mit  dem  p38MAPK-Inhibitor  SB203580  hemmte  die  Phosphorylierung  der  cPLA2  und 
bestätigte damit die Abhängigkeit der cPLA2-Phosphorylierung von der Aktivierung der 
p38MAPK. Allerdings hatte SB203580 ebenso wie der ERK-1/2-Inhibitor U0126 keinen 
Einfluss auf die Freisetzung von AA und 12-H(P)ETE sowie auf die Translokation der 
cPLA2. Die Phosphorylierung der cPLA2 durch Hyperforin steht somit nicht im direkten 
Zusammenhang mit den beobachteten Effekten auf die Enzymaktivität. 
Neben p38MAPK, ERK-1/2 und Mnk1 ist auch die CaMKII in glatten Muskelzellen der 
Aorta  (VSMC),  leukämischen  Zellen  (U937)  und  embryonalen  Nierenzellen  (HEK293) 
sowie  C12-Mausfibroblasten  in  die  Phosphorylierung  der  cPLA2  involviert  [66-69]. 
Allerdings wurde in dieser Arbeit weder in Thrombozyten noch in PMNL eine Aktivierung 
dieser  Kinase  festgestellt.  Darüber  hinaus  hemmte  der  CaMKII-Inhibitor  KN-62  in 
Thrombozyten  weder  die  AA-Freisetzung  noch  die  Membranbindung  der  cPLA2  nach 
Hyperforin-Stimulation.
4.2.4 Direkte Effekte in Zellhomogenaten
Da sowohl die Hemmung der cPLA2 in PMNL als auch die Aktivierung in Thrombozyten 
nicht  auf  einen  Eingriff  von  Hyperforin  in  die  intrazelluläre  Signaltransduktion 
zurückgeführt werden konnte, rückte die Untersuchung einer direkten Enzyminteraktion in 
den Fokus. Allerdings ergab die Analyse der cPLA2-Aktivität in ultraschalllysierten PMNL Diskussion
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und Thrombozyten trotz der differenzierten Hyperforin-Effekte in intakten Zellen analoge 
Muster. In Abwesenheit von Ca
2+ konnte Hyperforin die cPLA2 nicht beeinflussen und in 
Anwesenheit von Ca
2+ kam es zu einer leichten Hemmung mit IC50-Werten von ≥ 7,4 µM. 
Diese  Inhibition  war  unabhängig  von  der  Ca
2+-Konzentration  und  vom  pH-Wert  und 
könnte  tatsächlich  auf  eine  direkte  Hemmung  der  cPLA2  bei  hohen 
Hyperforinkonzentrationen  zurückzuführen  sein.  Die  Bindung  der  cPLA2  an 
Membranfragmente im Thrombozytenlysat wurde unter diesen Bedingungen jedoch nicht 
beeinträchtigt. Auf Grund des hohen IC50 kann die Hemmung im Lysat die Inhibition in 
intakten  PMNL  nur  partiell  begründen  und  steht  im  Gegensatz  zu  der  beobachteten 
Aktivierung  in  intakten  Thrombozyten.  Allerdings  könnte  sich  der  Abfall  der  AA-
Freisetzung aus Thrombozyten bei hohen Hyperforinkonzentrationen, der trotz gesteigerter 
Membranbindung beobachtet wurde, in diesem Befund wiederspiegeln. 
Auch  der  Hyperforin-induzierte  5-LO-Antagonismus  erfährt  im  Homogenat  eine 
Abschwächung gegenüber Effekten in intakten Zellen oder in zellfreien Assays [310]. Die 
Konkurrenz  von  Membranfragmenten  oder  Lipiden  um  eine  möglichen  Hyperforin-
Bindestelle  am  Enzym  oder  die  Assoziation  von  Hyperforin  an  hydrophobe 
Zellbestandteile  könnte  hier  sowie  bei  der  Modulation  der  cPLA2-Aktivität  die  Effekte 
vermindern. Darüber hinaus könnte die Zerstörung eines evt. relevanten aber bisher nicht 
bekannten  Signaltransduktionswegs  der  cPLA2-Regulation  durch  die  Zelllyse  zur 
Aufhebung  der  Hyperforin-Ergebnisse  führen.  Des  Weiteren  werden  zellspezifische 
Membranunterschiede durch die Zelllyse nivelliert. Die ungleichmäßige Verteilung von 
Phospholipiden  zwischen  den  Zellmembrankompartimenten  und  den  beiden  Seiten  der 
Lipid-Doppelschichten  [338]  resultiert  in  Unterschieden  im  Aufbau  zwischen  der 
Außenseite  der  intrazellulären  Membranen  in  PMNL  und  der  Innenseite  der 
Plasmamembran in Thrombozyten. Die Zerstörung dieser Strukturen könnte somit für die 
Angleichung  der  Hyperforineffekte  in  PMNL-  und  Thrombozytenhomogenaten 
verantwortlich sein.
4.2.5 Direkte Effekte und Membraninteraktionen
In zellfreien Assays sollte ebenfalls eine direkte inhibitorische oder aktivierende Potenz 
von  Hyperforin  überprüft  sowie  weiterhin  der  Einfluss  verschiedener 
Membrankomponenten analysiert werden. Dabei wurde PAPC als Substrat gewählt. Im 
zellulären Kontext spielt neben PC vor allem auch PE eine entscheidende Rolle als AA-Diskussion
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Quelle und zelltypabhängig werden neben 1,2-Diacyl- auch 1-O-Alkyl- und 1-O-Alk-1’-
enyl-Phospholipide hydrolysiert [96, 97]. Allerdings konnte keine Selektiviät der isolierten 
cPLA2 bezüglich der Kopfgruppen PC und PE und der 1-Radyl-Gruppe festgestellt werden 
[71, 95, 102], weshalb die Untersuchungen mit dem gut verfügbaren PAPC durchgeführt 
wurden. Mit Hilfe von großen unilamellaren  Liposomen sollte die Lipid-Doppelschicht 
von Membranen nachgestellt werden. Des Weiteren wurden Versuche mit Triton-X-100-
Mizellen durchgeführt, in denen die jeweiligen Lipide durch das Detergenz im Verhältnis 
4:1 verdünnt und somit vereinzelt vorliegen [316, 339]. Die Oberflächenstruktur mit ihren 
physikalischen Eigenschaften wird hier aufgebrochen, wodurch Triton-X-100-Mizellen zur 
Differenzierung zwischen direkten und Membran-Effekten geeignet sind.
Die Inkubation von PAPC-Liposomen und -Triton-X-100-Mizellen mit Hyperforin führte 
weder  in  An-  noch  in  Abwesenheit  von  Ca
2+  zu  einer  veränderten  Aktivität  der 
aufgereinigten cPLA2. Eine direkte Beeinflussung des Enzyms durch Hyperforin konnte 
daher ausgeschlossen werden. Somit wurde im Weiteren untersucht, inwieweit Hyperforin 
in  das  System  der  Lipid-Enzym-Wechselwirkungen  eingreift,  wobei  zunächst  ein 
möglicher  Einfluss  von  Hyperforin  auf  die  cPLA2-Aktivierung  durch  C-1-P  und  PIP2
sowie Ceramid und DAG analysiert wurde.  
Die Bildung von C-1-P in A549 Epithelzellen und L929 Fibroblasten ist essenziell mit der 
A23187-induzierten AA-Freisetzung verknüpft [120, 122] und könnte auch in PMNL von 
Relevanz  sein,  da  diese  im  Gegensatz  zu  anderen  hämatologischen  Zellen  zur 
Umwandlung  von  Ceramid  in  C-1-P  befähigt  sind [340].  Das  bei  physiologischem  pH 
negativ geladene Hyperforin wiederum könnte mit der kationischen C-1-P-Bindestelle auf 
der  C2-Domäne  der  cPLA2  interagieren  und  somit  die  C-1-P-Bindung  antagonisieren 
[123]. Allerdings führte die Behandlung von C-1-P-haltigen Liposomen mit Hyperforin 
nur zu einer sehr schwachen Reduktion der cPLA2-Aktivität. 
Ein weiterer starker Aktivator der cPLA2, PIP2, vermittelt seine Effekte durch Bindung an 
die katalytische Domäne [13]. Eine physiologische Relevanz dieses Lipids wurde bisher 
nicht in Neutrophilen, aber in LPS-stimulierten Makrophagen nachgewiesen [109]. Um 
dennoch die Hemmung einer möglichen PIP2-Interaktion durch Hyperforin zu evaluieren, 
wurde 3% PIP2 in PAPC-Liposomen eingebaut. Doch auch die Stimulation des Enzyms 
durch PIP2 konnte durch Hyperforin nur in hohen Konzentrationen unterbunden werden. 
Durch Behandlung von PAPC/C-1-P und PAPC/PIP2-Vesikeln mit Triton-X-100 wurden 
diese Hyperforin-Effekte weiter abgeschwächt. Lediglich 30 µM Hyperforin führten hier 
zu  einer  leichten  Reduktion  der  AA-Freisetzung.  Bei  einer  direkten    Konkurrenz  von Diskussion
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Hyperforin um die C-1-P- oder PIP2-Bindestelle hingegen wäre auch im mizellaren Assay 
ein vergleichbarer Effekt zu erwarten gewesen. 
Gegenüber  den  Lipiden  Ceramid  und  POG  ergaben  sich  unterschiedliche  Befunde. 
Während  die  Ceramid-vermittelte  Stimulation  der  cPLA2  durch  Hyperforin  nicht 
beeinträchtigt wurde, konnte die POG-induzierte Aktivierung durch Hyperforin mit einem 
IC50  von  7,6  µM  gehemmt  werden.  Beide  Lipide  wirken  als  potente  Aktivatoren  der 
cPLA2, wobei der genaue Mechanismus dieser Interaktion noch nicht vollständig geklärt 
ist  [105,  107,  136,  137,  341].  Auf  Grund  der  Analogie  in  ihren  Strukturen  und 
physikalischen Eigenschaften wurde eine vergleichbare Modulation der Membranstruktur 
durch  die  Lipide  angenommen,  die  sich  in  einer  Separation  von  Phospholipid-
Kopfgruppen,  der  Induktion  einer  Phasentrennung  in  Ceramid/POG-reiche  und  –arme 
Bereiche und einer Entstehung von nicht-lamellaren Arealen äußert [99, 127, 129-131]. 
Dahingehend ist die Differenz zwischen den Hyperforineffekten erstaunlich und weist auf 
eine gewisse Selektivität der Hyperforininteraktionen hin. Direkte Effekte von Ceramid auf 
die cPLA2 wurden in dieser Arbeit nicht festgestellt. In Triton-X-100-Mizellen war der 
Einfluss  von  Ceramid  ebenso  wie  der  von  POG  auf  die  cPLA2-Aktivität  nicht  mehr 
detektierbar. Des Weiteren hob die Zugabe von Triton-X-100 zu PAPC/POG-Liposomen
die  Hemmung  durch  Hyperforin  auf  und  lässt  somit  eine  Modifikation  der 
Membranstrukturen  durch  Hyperforin  vermuten,  die  in  einer  reduzierten  Phospholipid-
Hydrolyse  resultiert.  Interessanterweise  erhöhte  POG  die  cPLA2-Aktivität  auch  in 
Abwesenheit  von  Ca
2+  sehr  stark,  ohne  jedoch  eine  feste  Bindung  der  cPLA2  an 
Liposomen zu induzieren. Hyperforin inhibierte diese Aktivierung sogar mit einem IC50
von 2,9 µM. 
Obwohl  ein  Einfluss  von  Ceramid  und  DAG  auf  die  cPLA2  in  intakten  Zellen 
nachgewiesen  wurde,  ist  die  physiologische  Relevanz  in  Ionophor-  oder  Thapsigargin-
stimulierten PMNL unklar. Hingegen mehren sich die Hinweise auf die Bedeutung von 
Mikrodomänen  (Lipid  Rafts)  in  der  Regulation  der  cPLA2.  Die  aktivierenden 
Eigenschaften von Cholesterol in zellulären Membranen wurden bereits vor über 25 Jahren 
publiziert [149, 150]. Über den lipidverdichtenden Charakter hinaus ist Cholesterol eine 
wichtige  Strukturkomponente  von  Membranen,  die  insbesondere  über  hydrophobe 
Interaktionen  mit  Sphingomyelin  Domänenbildung  in  Membranen  induziert  [139,  342-
345].  Die  zelluläre  Verteilung  von  Cholesterol  und  Sphingomyelin  lässt  ein  Auftreten 
dieser  Domänen  insbesondere  an  der  Außenseite  der  Plasmamembran  sowie  im Golgi-
Apparat vermuten [139, 145]. Obwohl eine Anreicherung der cPLA2 in Lipid Rafts bisher Diskussion
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nur  in  Prionen-infizierten  Nervenzellen  und  primären  Hippocampus-Neuronen 
nachgewiesen wurde [88, 148], könnte es auch in PMNL zu einer Anlagerung des Enzyms 
an Mikrodomänen kommen. Ein Hinweis auf eine räumliche Nähe der cPLA2 zu Lipid-
Raft-artigen Strukturen in Leukozyten findet sich in der leukozytären Zelllinie RBL-2H3, 
in der FLAP in Mikrodomänen lokalisiert ist [153]. Mit Hilfe von 33% Cholesterol in einer 
Lipidmischung  aus  PAPC  und  Sphingomyelin  wurde  in  unseren  Modellmembranen 
entsprechend  den  Literaturangaben  eine  Phasentrennung  induziert  [139,  142,  143].  Im 
Vergleich  zur  Messung  an  reinen  PAPC-Membranen  wurde  durch  diese  strukturelle 
Veränderung die Aktivität der cPLA2 beinahe verdreifacht, wobei diese Steigerung der 
Phospholipid-Hydrolyse  ähnlich  zu  PAPC/Ceramid-  und  PAPC/POG-Membranen  nach 
Zerstörung der Lipiddoppelschicht durch Triton-X-100 aufgehoben war. Die Behandlung 
dieser Liposomen, nicht aber der Triton-X-100-Mizellen, mit Hyperforin verminderte die 
AA-Freisetzung mit einem IC50 von 4,1 µM auf bis zu 38% Restaktivität. 
Somit konnte eine Hemmung der cPLA2-Aktivität durch Hyperforin in Modellmembranen 
mit Perturbationen oder induzierten Mikrodomänen festgestellt werden (PAPC/POG und 
PAPC/Chol/SM). Allerdings wurde in beiden Fällen die Ca
2+-abhängige Assoziation der 
cPLA2 mit diesen Membranen durch Hyperforin nicht beeinträchtigt.
Bezogen auf das Vorkommen von Mikrodomänen auf der Innenseite der Plasmamembran 
in  Thrombozyten  sind,  abgesehen  von  den  größeren  Caveolae,  weniger  Information 
verfügbar. Sphingolipide sind nur zu einem geringen Prozentsatz auf dieser Membranseite 
lokalisiert  und  ungesättigte  Phospholipide  dominieren.  Dennoch  wird  auch  hier  ein 
membranordnender  und  phasenbildener  Effekt  von  Cholesterol  vermutet,  welches 
gleichmäßig über beide Seiten der Plasmamembran verteilt ist [139, 141, 346]. Gesättigte 
Phospholipide  weisen  Sphingomyelin-ähnliche  Eigenschaften  auf  und  könnten  daher 
dessen Rolle in Mikrodomänen übernehmen. Selbst in Modellmembranen aus POPC und 
Cholesterol wurde die Ausbildung von flüssig-kristallinen (lo) neben fluiden (ld) Phasen 
detektiert,  wenn  auch  die  Phasen  weniger  prominente  Differenzen  aufwiesen  als  in 
POPC/SM/Chol-Mischungen [143]. Daher wird von der Ausbildung von Domänen auf der 
Innenseite der Plasmamembran ausgegangen, die in ihrer Zusammensetzung allerdings von 
den  besser  erforschten  Lipid  Rafts  abweichen.  Speziell  in  Thrombozyten  wird  im 
Vergleich zu anderen Zellarten eine erhöhte Cholesterolkonzentration gefunden und eine 
positive  Korrelation  der  Cholesterolbeladung  mit  der  Freisetzung  von  AA  konnte 
festgestellt  werden  [149,  150,  342].  Auch  in  zellfreien  Systemen  gilt  Cholesterol  als 
Aktivator der cPLA2 [133], in der vorliegenden Arbeit erhöhte die Zugabe von 20 bzw. Diskussion
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50% Cholesterol in Liposomen, aber nicht in Mizellen, die Phospholipid-Hydrolyse 1,9-
fach.  Da  Hyperforin  in  intakten  Zellen  die  Steigerung  der  AA-Freisetzung  nur  in 
unstimulierten  Zellen  und  auch  nach  Entfernung  von  extra-  und  intrazellulärem  Ca
2+
auslöste, wurde die Wirkung von Hyperforin in diesen Membranen in Abwesenheit von 
Ca
2+, in Gegenwart von 1 mM EDTA, untersucht. Unter diesen Bedingungen ergaben sich 
nach  Inkubation  mit  Hyperforin  allerdings  sehr  schwankende  Befunde  zwischen  den 
Versuchstagen,  die  eine  Hemmung  oder  eine  Aktivierung  zeigten  und  auf  einen 
alterierenden Einbau von Hyperforin in die Lipiddoppelschichten hinwiesen. Ausgehend 
von der Überlegung, dass in Thrombozyten der Interaktion von Hyperforin mit der cPLA2
dessen Durchqueren der Plasmamembran und somit die Einlagerung von Hyperforin in die 
Zielstruktur  des  Enzyms  vorrausgeht,  wurden  im  weiteren  Liposomen  mit  integriertem 
Hyperforin hergestellt. Tatsächlich führte diese Abwandlung des Assays zu konstanteren 
Resultaten. Hyperforin induzierte signifikante 3,3- und 4,3-fache Erhöhungen der cPLA2-
Aktivität in Liposomen mit 20 bzw. 50% Cholesterol. In reinen PAPC-Vesikeln hingegen 
konnte Hyperforin auch unter diesen Bedingungen die AA-Freisetzung nicht beeinflussen. 
Darüber hinaus induzierte Hyperforin die Bindung der cPLA2 an PAPC-Liposomen mit 
50% Cholesterol trotz Abwesenheit von Ca
2+. In Gegenwart von Ca
2+ war keine weitere 
Verstärkung der Phospholipid-Hydrolyse zu beobachten, wobei es im Fall der für nur 15 
min mit Hyperforin vorbehandelten Liposomen sogar zu einer Verminderung der cPLA2-
Aktivität mit IC50-Werten von 25,8 (20% Cholesterol) und 5,5 µM (50% Cholesterol) kam. 
30  µM  Hyperforin  erhöhten  auch  in  PAPC/SM/Chol-Liposomen  nach  15minütiger 
Vorbehandlung  die  Phospholipid-Hydrolyse  in  Abwesenheit  von  Ca
2+  7,3-fach  und 
verstärkten die Assoziation der cPLA2 mit den Liposomen. Durch die Zugabe von Triton-
X-100 konnte die Aktivitätssteigerung erneut annulliert werden. Allerdings traten diese 
Befunde ebenso wie die oben beschriebene Hemmung der cPLA2 in Anwesenheit von Ca
2+
nicht  in  PAPC/SM/Chol-Lipsomen  auf,  wenn  Hyperforin  während  deren  Generierung 
eingebaut wurde. 
Inkonsistente  Befunde  ergaben  sich  auch  bei  der  Vermessung  von  mit  Hyperforin 
vorbehandelten PAPC/DPPC-Vesikeln, mit denen eine reine Erhöhung der Membrandichte 
simuliert wurde. Der Einbau von Hyperforin in diese Vesikel führte auch hier zu einer 
Stabilisierung der Ergebnisse, allerdings konnte keine signifikante Veränderung der AA-
Freisetzung beobachtet werden. Aufgrund der hohen Fluidität der mehrfachungesättigten 
AA  in  PAPC  konnte  aber  auch  der  Anteil  von  33%  DPPC  keine  cholesterolähnliche 
Rigidität herbeiführen. Die Inhibition der cPLA2-Aktivität bei höheren Konzentrationen an Diskussion
97
nicht  AA-verestertem  PC  limitierte  allerdings  den  Anteil  an  DPPC  in  den 
Modellmembranen.
Da neben PC auch PE ein Hauptsubstrat der cPLA2 darstellt, sollte auch der Effekte von 
Hyperforin auf die Freisetzung von AA aus PAPE-Liposomen evaluiert werden. Bereits 
bei  der  Herstellung  dieser  Vesikel  zeigten  sich  veränderte  Membraneigenschaften,  die 
möglicherweise  auf  die  veränderte  Lipidstruktur  zurückzuführen  sind.  Aufgrund  der 
kleineren  Kopfgruppe  und  der  daraus  resultierenden  negativen  Kurvatur  von  PAPE-
Aggregaten  gelang  im  Gegensatz  zu  PAPC-basierten  Liposomen  die  Herstellung  von 
homogenen Vesikeln mit Größen von 150 bis 200 nm nicht und, wie bereits beschrieben 
[103], ergaben sich Schwierigkeiten bei der Abzentrifugation der PAPE-Lipidaggregaten. 
Dennoch wurden die größeren, multilammelaren Vesikeln mit Hyperforin inkubiert und in 
Anwesenheit  von  Ca
2+  konnte  eine  leichte  Hemmung  der  cPLA2-Aktivität  beobachtet 
werden (IC50 = 10 µM). In Gegenwart von 1 mM EDTA hingegen führte die Zugabe von 
Hyperforin zu einer 5,2-fachen Erhöhung der Phospholipid-Hydrolyse, die ihr Maximum 
bei  10  µM  Hyperforin  fand.  Die  Aktivitätsabnahme  bei  höheren  Hyperforin-
Konzentrationen  ist  möglicherweise  auf  die  überlagernden  hemmenden  Effekte 
zurückzuführen.  Eine  Korrelation  der  cPLA2-Aktivierung  mit  einer  verstärkten 
Membranbindung war in diesem Fall nicht festzustellen, in Analogie zu den bisherigen 
Ergebnissen konnten aber auch hier die Beobachtungen in PAPE-Membranen durch die 
Zugabe  von  Triton-X-100  aufgehoben  werden.  Aus  der  Integration  von  Hyperforin  in 
PAPE-Liposomen während der Herstellung resultierten lediglich Aktivitätsschwankungen 
auf Grund der verschiedenen Ansätze, aber keine Hyperforin-spezifischen Effekte. 
In der Summe ergibt sich ein komplexes Bild, in dem Hyperforin die Aktivität der cPLA2
unter  bestimmten  Versuchsbedingungen  und  abhängig  von  der  Membranstruktur 
beeinflusst.  Die  unterschiedlichen  beobachteten  Effekte  können  allein  aus  den 
vorliegenden Ergebnissen heraus nicht erklärt werden. Sie weisen aber auf die Komplexität 
der  Hyperforin-Membran-Enzym-Interaktionen  und  die  Bedeutung  des  strukturellen 
Aufbaus der Membranen, insbesondere der Anwesenheit von Mikrodomänen, Cholesterol 
und PAPE, hin. 
Da  vor  allem  ordnende  Strukturen  im  Zusammenhang  mit  den  Hyperforin-Effekten 
relevant  waren,  verwundert  es  nicht,  dass  tatsächlich  ein  schwacher  Einfluss  von 
Hyperforin auf die Dichte der Liposomen beobachtet werden konnte. Diese hing erneut 
stark  von  der  Lipid-Zusammensetzung  ab,  so  dass  Hyperforin  membranverdichtende 
Eigenschaften  in  PAPC-,  PAPC/Cer-,  PAPC/POG-  und  PAPC/SM/Chol-Liposomen Diskussion
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aufwies,  während  es  in  der  Gegenwart  von  Cholesterol  und  DPPC  die  Rigidität  der 
Membranen verringerte. Diese Beobachtung konnte sowohl in Vesikeln mit integriertem 
Hyperforin als auch in Liposomen nach 15minütiger Inkubation mit Hyperforin getroffen 
werden. Die verschiedenartigen Effekte der Assay-Bedingungen auf die cPLA2-Aktivität 
spiegeln  sich  in  diesen  Befunden  also  nicht  wieder.  Eine  Ausnahme  bildet  dabei  die 
Vermessung von PAPE-Vesikeln. Während die Dichte von PAPE-Liposomen durch die 
15minütige  Behandlung  mit  Hyperforin  verringert  wurde,  führte  die  Herstellung  von 
PAPE/Hyperforin-Vesikeln zu einer Verstärkung der Rigidität.
Eine direkte Korrelation der Fluidität von Membranen mit der Enzymaktivität kann für die 
5-LO festgestellt werden [318]. Für die cPLA2 hingegen wird ein solcher Zusammenhang 
nicht  abgeleitet,  da  die  Zugabe  von  verdichtenden  Agenzien  die  Aktivität  des  Enzyms 
sowohl erhöhen (Cholesterol) als auch verringern (Sphingomyelin) kann [105, 154]. So ist 
es  auch  unwahrscheinlich,  dass  Hyperforineffekte  allein  über  eine  Modulation  der 
Membrandichte  vermittelt  werden.  Hyperforin  führt  auch  hier  zu  differenzierten 
Resultaten, allerdings lassen die Befunde keinen direkten Vergleich mit seinen Einflüssen 
auf die Enzymaktivität zu. Zwar kann in hyperforinhaltigen PAPC/Chol-Liposomen und in 
PAPE-Vesikeln nach der Inkubation mit Hyperforin eine erhöhte Membranfluidität sowie 
auch eine Aktivierung des Enzyms beobachtet werden, allerdings senkt Hyperforin auch 
schon nach 15minütiger Inkubation mit PAPC/Chol-Liposomen die Rigidität der Lipide 
ohne jedoch die AA-Freisetzung zu steigern. Die Aktivierung der cPLA2 durch 30 µM 
Hyperforin in PAPC/SM/Chol-Vesikeln wiederum spiegelt sich nicht in einer Erhöhung 
der Membranfluidität wieder. Auch die Inhibition der cPLA2 lässt sich weder bezüglich der 
Hyperforinkonzentrationen  noch  der  Effektintensität  durch  die  Verstärkung  der 
Membranordnung  reflektieren.  Doch  die  Diversität  der  Befunde  lässt  erneut  auf 
vielschichtige Interaktionen von Hyperforin schließen. 
Zur  genaueren  Evaluation  der  Einlagerung  von  Hyperforin  in  Membranen  wurde  die 
Aufenthaltswahrscheinlichkeit des Hyperforin-Moleküls in PC-Liposomen über 
1H-NMR-
Analysen ermittelt. Auf Grund einer starken Überlagerung der Spektren von Lipiden und 
Hyperforin  erfolgten  die  Messungen  in  teilweise  deuterierten  POPC-Vesikeln  bei  850 
MHz,  wodurch  eine  bisher  nicht  erzielte  Auflösung  der  Lipidspektren  und  eine 
ausreichende  Trennung  der  Lipid-  und  Hyperforin-Signale  erreicht  wurde.  Tatsächlich 
ergaben die Untersuchungen enge Interaktionen der vier lipophilen Isoprenylreste mit dem 
hydrophoben  Bereich  der  Liposomen,  während  der  kürzere  Isopropyl-  und  Methylrest 
geringere  Wechselbeziehungen  zu  den  Fettsäureresten  der  umgebenden  Phospholipide Diskussion
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aufwiesen. Daher können eine Lokalisation des bizyklischen Teils der Hyperforin-Struktur 
in räumlicher Nähe zu den Kopfgruppen der Lipide und eine tiefere Membranpenetration 
der  lipophilen  Isopropylreste  postuliert  werden.  Dieses  Modell  spiegelt  die  amphiphile 
Struktur  des  Moleküls  wieder,  wenn  sie  auch  nicht  mit  Gewissheit  auf  alle 
Membranstrukturen übertragen werden kann. Die Einlagerung weiterer Phospholipide oder 
Strukturkomponenten  wie  Cholesterol  konnte  auf  Grund  von  weiteren 
Spektrenüberlappungen  nicht  analysiert  werden,  aber  eine  Modulation  der  Hyperforin-
Interkalation ist denkbar, die zu abweichenden Effekten führen könnte.
Die Modifikation der Membranstruktur durch Hyperforin könnte aber auch auf verschieden 
starke  Wechselwirkungen  mit  einzelnen  Lipidstrukturen  zurückzuführen  sein,  wobei 
insbesondere die im Glycerol-Rückgrat-Bereich positionierte vinyloge Carbonsäurestruktur 
des  Acylphloroglucinols  als  potentieller  Interaktionspartner  auftreten  kann.  Die 
Derivatisierung dieser Gruppe führt zum Wirkungsverlust des Hyperforins in Bezug auf 
die Hemmung der 5-HT-Wiederaufnahme, der 5-LO-Aktivität in intakten PMNL und des 
Parasiten Plasmodium falciparum [275, 347-349]. Auch im stabileren Hyperforinderivat 
Aristoforin,  welches  durch  Addition  einer  Carboxymethylfunktion  an  die  Carbonsäure-
Gruppe  entsteht,  ist  die  neu  entstandene  Carbonsäuregruppe  als  essentiell  für  die 
Wirkungen anzusehen [350]. In dieser Arbeit erwies sich der Hyperforin-O-Methylester 
auch  in  der  Untersuchung  der  AA-Freisetzung  in  PMNL  und  Thrombozyten  als 
wirkungslos. Im zellfreien Assay hingegen konnte eine Aktivierung der cPLA2 beobachtet 
werden, die allerdings nicht die Selektivität der Hyperforineffekte wiederspiegelte, sondern 
unabhängig von der Liposomen-Zusammensetzung, der Anwesenheit von Ca
2+ oder EDTA 
und den Assaybedingungen bezüglich der O-Methylhyperforin-Einlagerung auftrat. Durch 
die  Methylierung  der  Carbonsäurefunktion  wurden  somit  die  Effekte  des  Hyperforins 
aufgehoben ohne bedeutende strukturelle Veränderungen der Molekülstruktur zu bewirken. 
Eine  Hyperforin-ähnliche  Einlagerung  des  O-Methylesters  ist  auf  Grund  des 
sauerstoffreichen Bizykluses trotz Verlust der negativen Ladung recht wahrscheinlich und 
die Bedeutung spezifischer Interaktionen der Carbonsäuregruppe mit Lipiden tritt in den 
Vordergrund.
Einflüsse von Hyperforin auf Membraneigenschaften wurden schon in früheren Studien 
diskutiert. So könnte die Veränderung der Membranfluidität oder das Absenken des pH-
Gradienten im Zusammenhang mit der antidepressiven und antitumoralen Wirkung von 
Hyperforin  stehen  [240,  249,  250,  252,  276].  Bezüglich  der  Membranfluidität  von 
neuronalen  Membranen  wurden  widersprüchliche  Hyperforinwirkungen  beschrieben. Diskussion
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Während die Flexibilität der Fettsäurereste erhöht wurde, kam es insbesondere in Protein-
umgebenden  Lipiden  zu  einer  Abnahme  der  Fluidität  [249].  Inwieweit  dieser  Effekt 
maßgeblich Rezeptoren oder Kanäle beeinflussen könnte, ist unklar. 
Den Wechselwirkungen von Lipiden und Proteinen liegen sehr komplexe Mechanismen zu 
Grunde.  Lipide  beeinflussen  die  Funktion,  Verteilung  und  Organisation  von 
membranständigen und –assoziierten Proteinen über spezifische Effekte bestimmter Lipide 
sowie  durch  die  Organisation  des  Lipidmilieus.  So  spielen  neben  elektrostatischen 
Interaktionen von Lipiden mit Proteinen die Rigidität und Dicke von Membranen sowie die 
Kurvatur und die lamellaren Eigenschaften einzelner Lipide eine zentrale Rolle [351-353]. 
Transmembranäre Proteine sind auf Grund ihrer Positionierung besonders stark von diesen 
Interaktionen  betroffen.  Sie  werden  insbesondere  durch  die  Dicke  des  hydrophoben 
Bereichs der Membranen reguliert. Bei einem Missverhältnis der hydrophoben Bereiche 
der  Membran  und  der  Proteine  werden  Assoziationen  zwischen  transmembranären  α-
Helices  aber  auch  zwischen  verschiedenen  Peptiden  verstärkt.  Leichte 
Konformationsänderungen  und  Neigungen  von  α-Helices  zum  Ausgleich  energetisch 
ungünstiger  Zustände  führen  zur  Modulation  der  Aktivität  von  Enzymen  und  Kanälen. 
Darüber  hinaus  wird  eine  optimale  Anpassung  der  hydrophoben  Bereiche  durch  eine 
Lokalisation der Proteine in Membranregionen mit energetisch günstiger Dicke erreicht. 
Proteine  können  dadurch  zwischen  dickeren  Raft-  und  schmaleren  Nicht-Raft-Gebieten 
organisiert  werden  [351,  353].  Neben  der  Membrandicke  beeinflusst  auch  die 
Membranrigidität  die  Verteilung  von  Proteinen.  So  treten  α-Helices  in  starren 
cholesterolreichen  Membranregionen  seltener  auf,  während  mit 
Glycosylphosphatidylinositol (GPI), Palmitinsäure oder Myristylsäure verlinkte Proteine in 
Rafts lokalisiert sind [351, 352]. Kleinere Dichteunterschiede innerhalb der gleichen Phase 
beeinflussen die Enzym- oder Kanalaktivität in der Regel nicht [351], wenn auch die 5-
LO-Aktivität durch die Membranfluidität maßgeblich geprägt wird [318]. Eine Reihe von 
membranassoziierten  Proteinen,  darunter  die  cPLA2,  aber  auch  die  sPLA2, 
Sphingomyelase,  PLC  oder  Cytochrom  P450  können  durch  Störungen  der 
Membranstruktur durch nicht-lamellare Lipide wie PE oder an Phasenübergängen aktiviert 
werden  [105,  354-356].  Aus  derartigen  Störungen  der  Membranstruktur  resultiert  eine 
erhöhte  Oberflächenenergie  der  Membranen,  freigelegte  hydrophobe  Bereiche  und  ein 
verstärkter  Wasserkontakt  mit  der  inneren  Membranschicht  [99,  351].  Darüber  hinaus 
finden  insbesondere  an  Phasenübergängen  verstärkte  Lipidprotursionen  statt,  die  die Diskussion
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sPLA2-vermittelte  Phospholipidhydrolyse  verstärken  und  auch  die  Aktivität  der  cPLA2
begünstigen könnten [357]. 
Für  die  gezielte  pharmakologische  Intervention  spielen  Interaktionen  mit 
Membranstrukturen  bisher  keine  Rolle.  Durch  die  sehr  komplexen  und  nur  partial 
aufgeklärten Zusammenhänge sowie die fehlende Spezifität von Membraneffekten werden 
Lipidaggregate  auch  in  naher  Zukunft  kein  Target  der  Arzneimittelforschung  sein. 
Allerdings  kann  die  Akkumulation  hydrophober  Substanzen  in  Membranen  deren 
Strukturen und damit die Aktivität von Enzymen modulieren. Unspezifische Effekte von 
Nikotin  sowie  dem  TRPV(transient  receptor  potential  vanilloid)1-Ca
2+-Kanal-
Antagonisten  Capsaicin  oder  dem  Protein-Tyrosin-Kinase-Inhibitor  Genistein  auf 
Ionenkanäle  werden  auf  Veränderungen  der  Membrandicke  zurückgeführt  [352]. 
Midazolam  hemmt  die  PKC  und  PLC  in  Thrombozyten  durch  die  Modulation  der 
Membrankonformation  [358].  Die  Hemmung  der  cPLA2  in  Thrombozyten  durch  die 
Antidepressiva  Chlorpromazin,  Prochlorperazin  und  Trifluoperazin  wurde  auf 
Interkalationen  mit  der  Plasmamembran  zurückgeführt,  wenn  auch  der  gemessene 
Parameter, die Vergrößerung der mittleren Molekülfläche, nicht mit der inhibitorischen 
Aktivität korreliert werden konnte [359]. In der vorliegenden Arbeit werden Anhaltspunkte 
für  eine  membranvermittelte  Wirkung  von  Hyperforin  auf  die  cPLA2  aufgezeigt.  Auf 
Grund der Hydrophobizität der Substanz [350] ist von einer Anreicherung im Lipid-Milieu 
auszugehen, Wechselwirkungen der Prenylgruppen mit Fettsäureresten konnten per NMR 
nachgewiesen werden. Die Art der Einlagerung in komplexen Lipidgemischen sowie die 
Lokalisation in Zweiphasensystemen hingegen bleiben spekulativ. Die sperrige Struktur 
der Isoprenylgruppen lässt eine Anreicherung in fluideren Non-Raft Regionen vermuten, 
die Ergebnisse der Studien mit cholesterolhaltigen, domäneninduzierenden (PAPC/POG 
und PAPC/SM/Chol) und nicht-lamellaren (PAPC/POG und PAPE) Lipiden verdeutlichen 
indessen die Relevanz der Phasentrennung sowie der Störungen der Membranstruktur. 
Das  weite  Spektrum  der  Hyperforineffekte  lässt  vermuten,  dass  zumindest  einige 
Wirkungen  des  Acylphloroglucinols  auf  unspezifische  Membraneffekte  zurückzuführen 
sind.  Der  genaue  Mechanismus  der  Interaktion  von  Hyperforin  mit 
Neurotransmitterrezeptoren  oder  Ionenkanälen  ist  noch  nicht  geklärt,  ein 
membranvermittelter  Weg  wäre  hier  angesichts  der  fehlenden  Selektivität  denkbar. 
Bezüglich der antientzündlichen Wirkungen von Hyperforin konnte eine Interaktion mit 
der C2-Domäne der 5-LO nachgewiesen werden [272, 310, 360], die cPLA2 hingegen wird 
weder  direkt  noch  durch  Beeinflussung  der  Signaltransduktion  moduliert.  Dahingegen Diskussion
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führt  die  Interkalation  von  Hyperforin  in  Membranen  abhängig  von  deren 
Zusammensetzung  in  einem  alternativen  Wirkmechanismus  zu  einer  Aktivierung  oder 
Hemmung der cPLA2 in mikromolaren Konzentrationen.Zusammenfassung
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5 Zusammenfassung
Aus der Familie der Phospholipasen A2 nimmt die zytosolische Phospholipase A2 (cPLA2) 
in der Bereitstellung von Arachidonsäure (AA) für die Produktion von Eikosanoiden sowie 
von  Lysophospholipiden  für  die  PAF(Plättchen-aktivierender  Faktor)-Bildung  eine 
Schlüsselrolle  ein  [2].  Eingriffe  in  die  Enzymaktivität  der  cPLA2  haben  somit 
Auswirkungen  auf  ein  breites  Spektrum  entzündungsfördernder  Mediatoren,  und  erste 
Studien  mit  spezifischen  Inhibitoren  zeigten  vielversprechende  Ergebnisse  in 
inflammatorischen  Tiermodellen  [217].  Inwieweit  die  Modulation  dieses  Enzyms  zum 
antientzündlichen Wirkspektrum von Hyperforin beiträgt, war Gegenstand dieser Arbeit. 
Hyperforin  als  Bestandteil  des  Johanniskrauts  greift  auf  vielfältige  Art  und  Weise  in 
Entzündungsprozesse ein. Die Proliferation von T-Lymphozyten und die Migration von 
Leukozyten,  die  Freisetzung  von  Ca
2+,  reaktiven  Sauerstoffradikalen  und 
Leukozytenelastase und die Aktivität von 5-Lipoxygenase und Cyclooxygenase-1 werden 
in mikromolaren Konzentrationen gehemmt [266, 269, 271, 272]. Bei der experimentellen 
allergischen  Enzephalomyelitis  in  Ratten  und  bei  Dermatitispatienten  konnten  positive 
therapeutische  Effekte  verzeichnet  werden  [270,  361].  Zur  Erforschung  der  cPLA2  als 
weitere potentielle Zielstruktur wurden die Effekte Hyperforins auf frisch isolierte humane 
polymorphkernigen  Leukozyten  (PMNL)  und  Thrombozyten  untersucht.  Dabei  ergaben 
sich  erstaunlich  widersprüchliche  Ergebnisse.  Während  in  PMNL  die  A23187-  und 
Thapsigargin-induzierte AA-Freisetzung potent unterdrückt wurde (IC50 = 1,5 bis 1,9 µM), 
konnte Hyperforin die cPLA2-Aktivität in Thrombozyten nach A23187-Stimulation nicht 
und  nach  Thrombin-Induktion  nur  leicht  beeinträchtigen.  Die  Inhibition  der 
Thrombineffekte  wurde  dabei  auf  eine  Hemmung  des  Ca
2+-Einstroms  bei  1,2  µM 
Hyperforin zurückgeführt. Hingegen resultierte aus der Behandlung von Thrombozyten mit 
10 µM Hyperforin eine 2,6-fache Steigerung der AA-Freisetzung und nachfolgender 12-
Hydro(pero)xyeikosatetraensäure(H(P)ETE)-Produktion, die von einer Translokation der 
cPLA2 an die Plasmamembran begleitet war. Eine derartige Aktivierung der cPLA2 war in 
PMNL  nicht  zu  beobachten.  Diese  widersprüchlichen  Befunde  führten  zu  näheren 
mechanistischen  Untersuchungen.  Insbesondere  der  Einstrom  von  Ca
2+,  wie  auch  die 
Aktivierung  der  mitogenaktivierten  Proteinkinasen  (MAPK)  p38MAPK,  ERK-1/2 
(Extrazellular Signal regulierte Kinasen 1/2) und Mnk1 (MAPK interagierende Kinasen) 
tragen in PMNL und Thrombozyten zur cPLA2-Aktivierung bei. Allerdings konnte eine 
Beeinträchtigung  dieser  Signaltransduktionswege  durch  Hyperforin  ausgeschlossen Zusammenfassung
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werden. In PMNL inhibiert Hyperforin zwar den G-Protein-gekoppelten Ca
2+-Einstrom, 
nicht aber die A23187- oder Thapsigargin-induzierte Erhöhung des Ca
2+-Spiegels [266]. 
Auch die Aktivierung der MAPK konnte durch Hyperforin in Konzentrationen von bis zu 
10 µM nicht vermindert werden. In Thrombozyten wurde extra- und intrazelluläres Ca
2+
durch  Zugabe  von  EDTA  und  BAPTA  entfernt.  Dennoch  bewirkte  Hyperforin  die 
Translokation  der  cPLA2  und  somit  die  AA-  und  12-H(P)ETE-Produktion.  Tatsächlich 
induzierte  Hyperforin  aber  die  Phosphorylierung  der  cPLA2  durch  Aktivierung  von 
p38MAPK.  Die  Unterbindung  dieses  Prozesses  durch  Inhibition  der  p38MAPK-
Phosphorylierung konnte jedoch die Aktivierung der cPLA2 nicht verhindern. Hyperforin 
bewirkte  somit  in  intakten  Zellen  Effekte  unabhängig  von  der  zellulären 
Signaltransduktion, wobei vor allem die Ca
2+-freie Stimulation der cPLA2 den bisherigen 
Paradigmen einer Ca
2+-abhängigen Membranbindung gegenüberstand [2]. 
In  Zelllysaten  wurden  die  Ergebnisse  der  intakten  Zellen  nivelliert.  Eine  leichte  Ca
2+-
unabhängige Inhibition der cPLA2 (IC50 ≥ 7,8 µM) konnte sowohl in PMNL- als auch in 
Thrombozytenhomogenaten  beobachtet  werden.  In  zellfreien  Untersuchungen  an 
aufgereinigtem  Enzym  zeigte  Hyperforin  weder  hemmende  noch  aktivierende  Effekte, 
wenn  Liposomen  aus  1-Palmitoyl-2-Arachidonoyl-sn-glycerol-3-phospatidylcholin 
(PAPC)  eingesetzt  wurden.  Direkte  Interaktionen  mit  dem  Enzym  konnten  daher 
ausgeschlossen  werden.  Wurden  hingegen  die  Liposomen  in  ihrer  Zusammensetzung 
variiert, konnte Hyperforin die AA-Freisetzung signifikant verändern. Verschiedene Lipide 
führen  zu  einer  direkten  (Dipalmitoylphosphatidylinositol-4,5-diphosphat  (PIP2)  und 
Ceramid-1-Phosphat (C-1-P)) oder indirekten (Ceramid und Diacylglycerole) Verstärkung 
der cPLA2-Aktivität. Des Weiteren existieren Hinweise auf eine Regulation des Enzyms 
durch membranordnendes Cholesterol und Lipid-Raft-artige Mikrodomänen und neben PC 
sind Phosphatidylethanolamine (PE) als Substrate der cPLA2 von Bedeutung. Gegenüber 
PIP2- und 1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycerol (POG)-haltigen Liposomen zeigte Hyperforin 
tatsächlich inhibitorisches Potential (IC50 = 13,2 und 7,6 µM ). Darüber hinaus wurde die 
AA-Freisetzung  aus  Liposomen  mit  50%  Cholesterol  bzw.  aus  Lipid-Raft-Adaptionen 
(PAPC/Sphingomyelin  (SM)/Cholesterol  1:1:1)  mit  IC50-Werten  von  5,5  und  4,4  µM 
gehemmt. Die Bindung der cPLA2 an die entsprechenden Vesikel wurde hingegen nicht 
beeinträchtigt. 
Aktivierende  Effekte  des  Hyperforins  konnten  in  Abwesenheit  von  Ca
2+  beobachtet 
werden, wenn cholesterolhaltige, Lipid-Raft-artige- oder PAPE-Vesikel eingesetzt wurden. 
10  bis  30  µM  Hyperforin  erhöhten  die  AA-Freisetzung  3,3-  bis  7,3-fach,  wobei  die Zusammenfassung
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Bindung  des  Enzyms  an  Liposomen  mit  50%  Cholesterol  und  mit  je  33%  SM  und 
Cholesterol, aber nicht gegenüber dem PAPE-Substrat verstärkt war.
Alle  Effekte  konnten  durch  die  Zerstörung  der  Membranoberfläche  und –struktur  nach 
Zugabe von Triton-X-100 aufgehoben werden. Die AA-Freisetzung aus diesen Mizellen 
wurde  durch  Hyperforin  nicht  beeinträchtigt,  wodurch  die  Bedeutung  der  Struktur  der 
Lipidaggregate für die Hyperforinwirkung in den Vordergrund tritt. 
Die  Diversität  dieser  Befunde  spiegelte  sich  auch  in  der  Untersuchung  der 
Liposomendichte wieder, die Hyperforin abhängig von der Membranstruktur modulierte, 
wobei allerdings keine direkte Korrelation zwischen der Beeinflussung der Enzymaktivität 
und der Membranrigidität verzeichnet werden konnte.
Weiterhin  wurde  in  Zusammenarbeit  mit  der  Arbeitsgruppe  Prof.  Glaubitz,  Universität 
Frankfurt,  die  Einlagerung  des  Acylphlorglucinols  in  Membranen  näher  evaluiert.  Die 
Analyse von 1H-MAS-NMR-NOESY-Spektren von Liposomen aus 1-Palmitoyl(D31)-2-
oleoyl-sn-glycero-3-phosphatidylcholin  ((D31)POPC)  mit  integriertem  Hyperforin  ergab 
intensive energetische Wechselwirkungen der terminalen Kerne der Isoprenylgruppen mit 
Kernen der Fettsäuren, während die Aufenthaltswahrscheinlichkeit der Hyperforinprotonen 
im  hydrophoben  Kern  der  Liposomen  mit  zunehmender  Nähe  zum  zentralen 
sauerstoffreichen  Bizyklus  abnahm.  Das  sich  daraus  ergebende  Modell  postuliert  die 
Lokalisation  des  Bizyklus  im  Kopfgruppenbereich  und  eine  Penetration  der 
Isoprenylgruppen in die hydrophobe Schicht der  Lipidaggregate und spiegelt somit die 
ampiphile Struktur des Hyperforins wieder. Hyperforin könnte also nach Einlagerung in 
zelluläre  Membranen  durch  Interaktionen  mit  anderen  Membrankomponenten  deren 
Ordnung  beeinflussen.  Die  vinyloge  Carbonsäurestruktur  ist  dabei  von  essentieller 
Bedeutung,  da  ein  O-Methylester  des  Hyperforins  weder  die  Hemmung  der  cPLA2  in 
PMNL  noch  deren  Aktivierung  in  Thrombozyten  reproduzieren  konnte  und  im 
Liposomenassay  nur  eine  unspezifische  Aktivierung  der  cPLA2  unabhängig  von  der 
Membranstruktur und den Assaybedingungen zeigte.
Die Ergebnisse dieser Arbeit in intakten Zellen und zellfreien Systemen verweisen somit 
auf komplexe Zusammenhänge, bei denen Interkalationen von Hyperforin mit speziellen 
Membranstrukturen  und  Mikrodomänen  im  Vordergrund  stehen.  Die  unspezifische 
Einlagerung  der  lipophilen  Substanz  Hyperforin  in  zelluläre  Membrankompartimente 
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